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RÉSUMÉ 
Les sphingolipides sont des lipides complexes, qui rentrent dans la composition des 
membranes, mais  sont  également des  agents de  signalisation majeurs,  impliqués dans de 
nombreuses  réponses  et  régulations  cellulaires,  et  dans  la  physiopathologie  de maladies 
cardiovasculaires,  inflammatoires ou de  cancers. Parmi  les  sphingolipides,  le  céramide,  la 
sphingosine  et  la  sphingosine  1‐phosphate,  interviennent  dans  différents  processus 
biologiques  tel  que  la  prolifération,  l’apoptose  ou  la  différenciation  cellulaire.  Leur 
implication  dans  l’apoptose,  dépend  de  la  nature  de  l’enzyme  (sphingomyélinase)  qui 
dégrade  la sphingomyéline en céramide. Dans ce contexte,  le  rôle de  la sphingomyélinase 
neutre  de  type  2  (nSMase2)  dans  l’apoptose,  est  actuellement  débattu.  Le  rôle  des 
sphingolipides  dans  le  développement  osseux  n’est  pas  connu.  Cependant,  les  modèles 
animaux mutants pour la nSMase2 présentent une altération de la chondrogenèse et/ou de 
l'ostéogenèse.  Le  modèle  murin  fragilitas  ossium  (fro/fro),  présente  une  mutation 
autosomale  récessive  du  gène  smpd3  codant  pour  la  nSMase2, ce  qui  induit    la  synthèse 
d’une enzyme non fonctionnelle. Cette mutation est associée à un phénotype d’ostéogénèse 
et  de  dentinogénèse  imparfaite,  caractérisé  par  des  malformations  des  os  longs,  une 
diminution  de  la  minéralisation  de  la  matrice  extracellulaire  et  une  forte  mortalité 
néonatale, sans mutation du collagène de type I (mutation la plus fréquente chez l’homme 
et  associée  aux  formes  cliniques  d’osteogenesis  imperfecta).  Le  modèle  fro/fro  pose  la 
question du rôle de nSMase2 dans l'ostéochondrogenèse.  
L’objectif  de  cette  thèse  a  été  d’étudier  d’une  part  le  rôle  de  la  nSMase2  dans 
l’apoptose des cellules mésenchymateuses induite par les agents de stress, et d’autre part le 
mécanisme reliant  le défaut en nSMase2,  la voie des  sphingolipides et  le phénotype de  la 
souris fragilitas ossium.  
Dans  la première partie,  nous  rapportons que  l’apoptose  induite par  les  agents de 
stress  (LDL  oxydées,  TNF‐α)   sur  des  fibroblastes  n’est  pas  ralentie  dans  les  fibroblastes 
issus  de  souris  fro/fro.  De  même  ces  animaux  ne  sont  pas  plus  résistants  à  l’atteinte 
hépatique  induite  par  le  TNF‐α.  A  l’inverse,  la  nSMase2  favoriserait  la  prolifération  des 
cellules mésenchymateuses.  
Dans une deuxième partie, nous avons par microarray, montré que  la mutation de 
smpd3 n’affecte pas l’expression de gènes de l'ostéochondrogenèse, tels que Runx2, osterix 
et COL1A1. Nous avons étudié le rôle des métalloprotéases (MMPs) et de la nSMase2 (dont 
l'activation  dépend  de  MMP2),  sur  la  formation  des  vésicules  de  minéralisation 
ostéoblastiques.  Nos  résultats  montrent  que  la  formation  et  la  minéralisation  de  ces 
vésicules sont inhibées par le Ro28‐2653, un inhibiteur pharmacologique des MMPs, mais 
pas par  l’inhibiteur  spécifique de nSMase2, GW4869. Ces  résultats obtenus dans  la  lignée 
pré‐ostéoblastique MC3T3‐E1, ont été confirmés pour la minéralisation de pré‐ostéoblastes 
issus  de  souris  fro/fro,  suggérant  donc  que  la  nSMase2  n'agit  pas  à  ce  stade  de 
l'ostéochondrogenèse.  
En  conclusion,  la  nSMase2  participe  à  la  prolifération  des  cellules 
mésenchymateuses, mais pas à  l’apoptose induite par les agents de stress. Les MMPs sont 
impliquées  dans  la  formation  des  vésicules  de minéralisation  osseuse,  mais  le  déficit  en 
nSMase2 n’intervient pas à ce stade de l’ossification. Les travaux actuels et les perspectives 
s'orientent  vers  un  rôle  pour  la  nSMase2  dans  la  maturation  des  chondrocytes.
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SUMMARY 
Beside their place in the structure and composition of membranes, sphingolipids are 
considered  as  major  signalling  agents  involved  in  various  biological  processes  such  as 
proliferation, apoptosis or cell differentiation, in the pathophysiology of inflammatory. The 
role  of  sphingolipids  (mainly  ceramide)  in  apoptosis  depends  on  the  nature  of  the 
sphingomyelinase, and the role of  the neutral  type 2 sphingomyelinase (nSMase2),  in  this 
process  is debated. The implication of sphingolipids  in osteochondrogenesis  is not known 
so far. However animal models affected with nSMase2 deficiency exhibit strong alteration in 
bone  formation,  suggesting  a  role  for  sphingolipids  in  osteochondrogenesis.  We  have 
particularly studied  the murine  fragilitas ossium  (fro/fro) mouse model, which  is due  to a 
recessive mutation of the smpd3 gene, resulting in a deficiency in nSMase2 enzyme activity. 
This  mutation  is  associated  with  an  osteodentinogenesis  imperfecta‐like  phenotype, 
characterized by long bone malformations, a decrease in extracellular matrix mineralization 
and a high perinatal mortality, without collagen type  I defect  (which  is  the most  frequent 
cause  of  osteogenesis  imperfecta  in  humans.)  The  fro/fro  phenotype  suggests  a  role  for 
nSMase 2 in osteochondrogenesis. 
The  objective  of  this  study  was  to  investigate  the  implication  of  nSMase2  in 
apoptosis  induced  by  stress‐inducing  agents,  and  the  mechanisms  linking  nSMase2 
mutation, the sphingolipid pathway and the fragilitas ossium phenotype. 
In  the  first  part,  we  report  that  the  mutation  of  nSMase2  has  no  effect  on 
mesenchymous  cell  apoptosis  induced  by  stress‐inducing  agents  (oxidized  LDL,  TNF‐α). 
Likewise, fro/fro mice do not exhibit any delayed mortality resulting from hepatitis induced 
by  TNF‐α  injection.  At  the  opposite,  the  lack  of  nSMase2  results  in  a  decreased  cell 
proliferation that is restored when transfecting a plasmid encoding nSMase2 promoted cell 
proliferation. 
In  the  second  part,  we  have  performed  microarray  studies  to  check  the 
consequences  of  nSMase2  mutation  on  the  expression  of  genes  involved  in 
osteochondrogenesis,  particularly  Runx2,  osterix,  COL1A1,  which  are  not  affected  by 
nSMase2  mutation.  We  then  studied  the  implication  of  metalloproteases  (MMPs)  and  of 
nSMase2 (which is activated via MMP2), on the formation of matrix mineralization vesicles. 
Our results indicate that the formation and the mineralization of matrix vesicles are 
inhibited  by  Ro28‐2653,  a  pharmacological  inhibitor  of  MMPs,  but  not  by  the  nSMase2 
inhibitor, GW4869. These  results obtained  in  the pre‐osteoblastic  cell  line MC3T3‐E1, are 
confirmed when studying the mineralization of pre‐osteoblasts prepared from fro/fro, mice, 
thereby indicating that nSMase2 is not involved at this step of osteochondrogenesis.  
In  conclusion, nSMase2  is  involved  in  the proliferation of mesenchymous cells, but 
not  in  apoptosis  evoked  by  stress‐inducing  agents.    The  formation  and mineralization  of 
matrix vesicles does not require nSMase2, while MMPs are involved. Preliminary data and 
perspectives  suggest  that  nSMase2  could  play  a  role  in  the  maturation  of  chondrocytes.
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LISTE DES ABRÉVIATIONS 
 
ACER : Céramidase Alcaline 
AIF : Apoptose Inducing Factor 
ANK :ankylosis protein 
aSMase : Sphingomyélinase Acide 
BSP : Bone Sialo Protein 
CAD : Caspase Activated DNase 
CaN : Calcineurine 
Cer : Céramide 
CK : Céramide Kinase 
CML : Cellules Musculaires Lisses 
DAG : Diacylglycérol,  
DISC : Death‐Inducing Signaling Complex 
DMP1 : Dentin Matrix Protein 1  
DSPP : Dentine Dialophosphoprotein  
FADD : Fas Associated Death Domain 
FasL : Fas Ligand 
FasR. : Fas récepteur 
GCase :Glucosyl céramidase,  
GCS :Glucosyl Céramide synthase,  
ICAM :  Inter‐Cellular  Adhesion  Molecule
Ihh : indian Hegehog 
L‐SMase : Sphingomyélinase Lysosomiale 
LDLox : LDL oxydées 
M‐CSF :  Macrophage‐Colony  Stimulating 
Factor 
MEPE : Matrix Extracellular 
Phosphoglycoprotein 
MMPs : Matrix Metalloproteases 
NPP1 :  Nucleotide  pyrophosphatase 
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nSMase2 :  Sphingomyélinase  neutre  de 
type 2 
OI : Ostéogénèse imparfaite 
OPG : Osteoprotegerine 
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PAL : Phosphatase Alcaline 
PC : Phosphatidyl Choline 
PCR : Polymerase Chain Reaction 
PKC : Protein Kinase C 
PTHrP :  ParaThyroide  Hormone‐related 
Protein 
RANK :  Receptor  Activator  of  Nuclear 
Factor κB 
RANKL :  Receptor  Activator  of  Nuclear 
Factor κB Ligand 
RE: Reticulum Endoplasmique 
RT‐PCR : Reverse Transcriptase 
Polymerase Chain Reaction 
S‐SMase : Sphingomyélinase Sécrétée 
S1P : Sphingosine‐1‐Phosphate 
SK : Sphingosine Kinase,  
SK1: Sphingosine kinase1 
SM: Sphingomyélinase 
SMS : Sphingomyéline synthase,  
SOX9 : (Sex determining region Y)‐box 9 
Sph : Sphingosine 
SPPase :  Sphingosine  Phosphate 
phosphatase, 
SPT :Sérine palmitoyl transférase. 
TGF‐β : Tumor Growth Factor Beta 
TNF‐α : Tumor necrosis factor alpha 
TNFR1 : TNF Récepteur 1 
TPCK :L‐1‐tosylamido‐2‐phenylethyl 
chloromethyl ketone 
TRADD : TNFR Associated Death Domain 
VCAM : Vascular Cell Adhesion Molecule 
VM : Vésicules Matricielles 
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INTRODUCTION BIBLIOGRAPHIQUE 
 
Ce  travail  de  Thèse  a  été  réalisé  au  sein  de  l’équipe  10  « Athérosclérose  et 
Artériosclérose de greffe » (responsable Dr. Anne Nègre‐Salvayre), à l'Institut des Maladies 
Métaboliques et Cardiovasculaires (U1048) (Directeur Pr. Angelo Parini).  
 
Le  but  de  ce  travail  a  été  d'étudier  l'implication  des  sphingolipides,  et  plus 
précisément  de  la  sphingomyélinase  neutre  de  type  2  (nSMase2),  dans  l'apoptose  et 
l'ostéochondrogenèse.  
Cette  étude  est  basée  sur  le  phénotype  de  la  souris  « fragilitas ossium »,  qui  est 
associé  à  une  mutation  du  gène  smpd3,  codant  pour  nSMase2.  La  souris  fragilitas 
ossium présente  un  phénotype  de  type  « ostéogenèse  imparfaite »  qui  se    traduit  par  un 
nanisme, des malformations des hanches et des pattes et une dentinogénèse imparfaite. La 
mutation du gène smpd3 entraine une perte de la fonction enzymatique de la nSMase2 qui 
ne peut donc pas catalyser la sphingomyéline en céramide et phosphocholine.  
Les  sphingolipides  et  plus particulièrement  les  sphingolipides bioactifs,  à  savoir  le 
céramide  et  la  sphingosine‐1‐phosphate,  participent  aux  voies  de  signalisation  cellulaire 
pouvant conduire à la prolifération, la mort ou la différenciation cellulaire. Ces médiateurs 
sont impliqués dans les mécanismes physiopathologiques conduisant au développement de 
pathologies vasculaires, neurodégénératives et inflammatoires. 
 
Dans  la  première  partie,  nous  rapportons  des  données  bibliographiques  sur  les 
sphingolipides  et  leur  implication  en  tant  que  second  messager,  dans  diverses  voies  de 
signalisation cellulaire, de même que sur les modèles murins déficients en nSMase2 et  les 
bases de l’ostéogenèse. 
Nous  présentons  par  la  suite  les  hypothèses  de  travail,  les  méthodologies 
expérimentales utilisées, et les résultats expérimentaux obtenus ainsi que les conclusions et 
perspectives.
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REVUE GÉNÉRALE BIBLIOGRAPHIQUE 
 
1. LES SPHINGOLIPIDES 
1.1. GÉNÉRALITÉS 
 
Les  sphingolipides  représentent  une  classe  de  lipides  caractérisée  par  une  base 
commune dont les métabolites jouent un rôle important dans la signalisation intra‐ et extra‐
cellulaire.  Les  sphingolipides  sont  ubiquitairement  retrouvés  dans  les membranes    et  les 
micro‐domaines membranaires. Ils prennent part au maintien de la structure membranaire 
et jouent un rôle de seconds messagers et de récepteurs (Fasano et al., 2006). 
 
Ils ont été décrits pour la première fois en 1884 sous le nom de « sphingoid » par J.L. 
Thudichum (Thudichum, 1884) qui a utilisé  le préfixe sphingo‐ en référence aux énigmes 
que  le sphinx posait aux voyageurs. Le  terme de sphingolipide a ensuite été  introduit par 
Carter et coll. en 1947 (Pruett et al., 2008). 
 
Ces  lipides  présentent  une  base  sphingoide  commune,  la  sphingosine,  dont  l’acide 
gras est lié à une base azotée à longue chaîne (18‐20 carbones) par une liaison amide. On 
obtient  alors  une  sphingosine  N‐acylée  ou  céramide.  L’acide  gras  et  la  sphingosine 
constituent la queue apolaire des sphingolipides. La tête polaire va définir en fonction de sa 
composition deux types de sphingolipides : les glycosphingolipides si la tête est un glucide 
et les sphingophospholipides si un groupement phosphate est lié à l’alcool. 
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FIGURE 1 : STRUCTURE DES SPHINGOLIPIDES. 
D’après (Pruett et al., 2008) 
 
La  sphingomyéline  dont  le  groupement  phosphate  est  la  choline  ainsi  que  ses 
dérivés,  le  céramide‐1‐phosphate,  la  sphingosine‐1‐phosphate  et  la 
sphingosylphosphorylcholine  constituent  chez  les  mammifères  le  groupe  des 
sphingophospholipides (Pruett et al., 2008) (Fig. 1). 
  
Sur  un  plan  physiopathologique,  un  dysfonctionnement  du  métabolisme  des 
sphingolipides  est  la  cause  d'un  certain  nombre  de  maladies  génétiques  dont  le  tableau 
clinique varie en gravité en fonction de l'enzyme déficiente (Fig. 2). Ces pathologies dites de 
« surcharge lysosomale » se transmettent sur un mode autosomique récessif (Futerman and 
van Meer, 2004).  
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Sphingolipides
Glycosphingolipides Shingophospholipides
Maladie de Tay-Sachs Maladie de Scholtz Maladie de Krabbe
Maladie de Fabry
Céramide
Maladie de Faber
Sphingosine
Maladie de Nieman-Pick
galactosyl(ceramidase)hexoaminidase A aryl-sulfatase A sphingomyélinase
α-galactosidase A
Maladie de Gaucher
glucocérébrosidase
céramidase
 
FIGURE 2 : LES LIPIDOSES. 
D’après (Fasano et al., 2006). 
Encart blanc : nom de la maladie, encart bleu : enzyme déficiente. 
 
1.2. STRUCTURE ET FONCTION DES SPHINGOLIPIDES 
 
1.2.1. SPHINGOMYÉLINE  
 
La  sphingomyéline  (SM)  est  un  constituant  majeur  des  membranes  et  des  parois 
cellulaires.  En  effet,  la  paroi  est  constituée  d’une  bicouche  lipidique  avec  un  cœur 
hydrophobe et deux surfaces hydrophiles.  
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La  paroi  interne  est  composée  principalement  de  phosphoinositides,  de 
phosphatidylserine, de phosphatidyléthanolamine et d’acide phosphatidique ainsi que d’un 
faible  pourcentage  de  sphingomyéline  alors  que  le  versant  externe  est  enrichi  en 
phosphatidylcholine, sphingomyéline et en glycosphingolipides (Ikeda et al., 2006).  
La SM est retrouvée en quantité élevée au niveau des parois des neurones. Elle joue 
un rôle important dans le maintien de l’homéostasie de la membrane plasmique, en agissant 
comme  une molécule  protectrice  envers  les  autres  lipides  de  la membrane.  Cette  action 
protectrice repose sur trois fonctions : protection des glycérophospholipides de l’hydrolyse, 
diminution de  la  fluidité membranaire,  protection  contre  les  agents oxydants  en  agissant 
comme une molécule isolante (Fasano et al., 2006). 
Le métabolisme de la SM est centré autour du céramide et organisé sous forme d’un 
cycle. La production de la sphingomyéline peut donc découler de différentes voies (Rizzieri 
and  Hannun,  1998).  Suite  à  la  synthèse  de  novo  de  céramide  au  niveau  du  reticulum 
endoplasmique (RE) par une serine palmitoyltranseferase, celui ci peut se complexer avec 
un phosphocholine par une voie de sauvegarde des lipides. Le cycle de la sphingomyéline au 
niveau  de  la  membrane  plasmique,  implique  d’un  côté  sa  dégradation  (par  les 
sphingomyélinases) en céramide et phosphocholine et d’un autre côté sa synthèse par  les 
sphingomyélines synthases (Rizzieri and Hannun, 1998). 
La sphingomyéline est un constituant  important des rafts et des cavéoles qui sont des 
structures membranaires  riches  en  cholestérol  et  en  glycosphingolipides,  et  représentent 
des plate‐formes majeures de signalisation (Milhas et al., 2010a). 
 
1.2.2. CÉRAMIDE 
1.2.2.1. GÉNÉRATION 
 
Les  sources  cellulaires  de  céramide  (Cer)  proviennent  de  sa  synthèse,    de  la 
dégradation de la sphingomyéline ou du recyclage de la sphingosine (Fig. 3).  
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‐  La  synthèse  des  sphingolipides  débute  à  la  face  cytosolique  du  RE  à  partir  de 
précurseurs non sphingolipidiens. Le Cer peut être généré de novo par la condensation par 
la  serine  palmitoyltransférase  de  la  sérine  et  du  palmitoyl  CoA  pour  former  le  3‐
kétosphinganine. La réduction du 3‐kétosphinganine en sphinganine permet son acylation 
par la dihydrocéramide synthase et la production de dihydrocéramide. Ce dihydrocéramide 
est  catalysé  par  une  désaturase  et  l’introduction  d’une double  liaison  trans‐4,5  conduit  à 
l’obtention de céramide. 
‐  Le  deuxième  mécanisme  de  génération  du  Cer  est  la  voie  catabolique  de 
dégradation de la sphingomyéline en phosphocholine et en céramide 
‐  La  troisième  voie    est  une  voie  de  sauvegarde  de  la  sphingosine.  La  sphingosine 
peut être recyclée en céramide sous l’action de la céramide synthase. 
Le  contrôle  du  niveau  de  céramide  met  en  jeu  la  sphingomyéline  synthase  qui 
transfère une phosphocholine issue de la phosphatidylcholine et produit du diacylglycerol 
induisant ainsi une baisse du niveau de Cer pour produire de la SM (Gault et al., 2010). 
 
1.2.2.2. LOCALISATION SUBCELLULAIRE ET TRANSPORT 
 
Le  Cer  et  ses  dérivés  jouent  un  rôle  majeur  en  tant  que  seconds  messagers,  en 
particulier  dans  l’arrêt  du  cycle  cellulaire  et  l’apoptose  (Spiegel  and  Merrill,  1996). 
Cependant,  les  réponses  cellulaires  induites  par  le  Cer  dépendent  de  sa  localisation 
subcellulaire.  En  effet,  les  enzymes  régulant  le  métabolisme  du  céramide  sont  localisées 
dans  différents  compartiments  subcellulaires  et  cette  compartimentalisation  joue  un  rôle 
dans la bio régulation de ses effet (Arana et al., 2010). 
Le Cer est transporté à partir du réticulum endoplasmique (RE) pour synthétiser du 
glucosylcéramide à  la  face  cytosolique de  l’appareil  de Golgi  et de  la  sphingomyéline  à  la 
face  trans.  Dans  la  plupart  des  cellules  épithéliales,  le  céramide  est  synthétisé  en 
galactosylceramide dans la lumière du RE (van Meer and Holthuis, 2000). 
Le  transport  du  Cer  se  fait  de  différentes  façons  en  fonction  de  son  devenir.  Le 
céramide destiné à être métabolisé en glucosylcéramide  à la face cis du Golgi est transporté 
de manière vésiculaire alors que la face trans et la SM synthase reçoivent le Cer par contact 
membranaire. 
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   Une autre voie de transport non vésiculaire possible est basée sur une protéine de 
transfert  du  Cer  (CERT)  décrite  par  Hanada.  Le  céramide  transporté  par  CERT  au  Golgi 
s’incorpore davantage à la SM que dans les glycosphingolipides (Hanada et al., 2003). 
 
  Des contacts membranaires existeraient également entre le RE et les mitochondries 
(Marsh  et  al.,  2001)  et  pourraient  être  responsables  du  transfert  du  céramide  aux 
mitochondries. 
La  migration  à  travers  le  golgi  puis  à  la  membrane  plasmique  a  été  décrite  par 
Pagano  à  l’aide  de  céramide  fluorescent  (NDB‐céramide)  qui  permet  de  suivre  son 
déplacement sous forme vésiculaire (Lipsky and Pagano, 1985).  
La  SM  et  les  glycosphingolipides  complexes  passent  ainsi  du  Golgi  à  la  surface 
cytosolique  par  la  voie  de  vésicule  de  transport  issue  de  la  partie  apicale  du  trans  Golgi 
Network (van Meer et al., 1987). 
 
Le Cer  est  retrouvé dans  les  rafts  où  il  peut déplacer  le  cholestérol  et  stabiliser  le 
domaine  lipidique  (Megha  and  London,  2004).  Les  rafts  contenant  du  cholestérol,  de  la 
sphingomyéline et des gangliosides sont chargés de l’homéostasie cellulaire. Certains rafts 
sont  plus  enrichis  en  Cer  et  en  SM,  et  présentent  une  expression  augmentée  de  Fas,  Fas 
ligand  (FasL)  et  DISC  (pour  Death‐Inducing  Signaling  Complex).  Cette  concentration  en 
protéines  spécifiques  font  de  ces  rafts  des  promoteurs  de  l’apoptose  (Patra,  2008).  La 
sphingomyélinase  acide  (aSMase)  participe  au  recrutement  du  céramide  au  sein  des 
radeaux  lipidiques.  L'activation  de  la  aSMase  par  les  radiations  dans  les  cellules 
cancéreuses,  induit une hydrolyse de  la SM, et  la synthèse de céramide qui va déplacer  le 
cholestérol et entrainer  la séquestration de protéines déclenchant  l’apoptose comme Fas‐
DISC  (Patra,  2008).  Au  cours  de  ce  phénomène,  l'augmentation  de  la  concentration  en 
céramide au sein des radeaux lipidiques, favorise l’attachement spécifique de l’annexine A1 
au  niveau  des  glycérophospholides  chargés  négativement.  Cet  attachement  est  calcium‐
dépendant et permet l’internalisation des protéines membranaires (Babiychuk et al., 2008). 
Au cours de  ce processus,  certaines vésicules annexine A1‐positives  sont  internalisées au 
sein de la cellule puis du Golgi. 
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Le  Cer  participe  également  au  phénomène  de  bourgeonnement  des  exosomes,  ces 
structures sont des complexes protéiques de dégradation lysosomiale qui peuvent provenir 
de  l’externalisation  d’endosomes.  Par  ailleurs  l’inhibition  de  la  sécrétion  de  nSMase2  au 
cours  de  ce  processus  de  vésiculation  et  de  bourgeonnement  diminue  la  libération  des 
exosomes (Trajkovic et al., 2008). 
Les effets biologiques du céramide dépendent de son lieu de synthèse. Par exemple, 
la génération de céramide au niveau de la membrane plasmique inhibe la translocation de 
la PKC, l’inhibition de NF‐κB et l’agrégation de récepteurs de Fas (Hannun and Obeid, 2002) 
mais  ne  semble  pas  impliquée directement dans  les  autres  effets  induits  par  le  céramide 
endogène comme l’apoptose ou l’arrêt du cycle cellulaire. 
 
Le  céramide  peut  ensuite  être  dégradé  en  sphingosine  par  les  céramidases.  La 
phosphorylation  de  la  sphingosine  par  la  sphingosine  kinase  (SK),  génère  alors  la 
sphingosine‐1‐phosphate (S1P) (Levade and Jaffrezou, 1999).  
 
1.2.3. SPHINGOSINE  
 
La sphingosine (Sph) a des propriétés amphipathiques qui lui permettent de diffuser 
entre les membranes et de changer de position au sein de la bicouche lipidique des parois 
membranaires.  Elle  s’accumule  au  sein  des  organelles  à  pH  acide  par  ionisation  du 
groupement  amine.  Les  enzymes  responsables  de  son  métabolisme  présentent  une  face 
catalytique à la face interne des membranes suggérant que seule la sphingosine cytosolique 
est modifiable et que de la  localisation de la Sph et des sphingosines kinases va définir sa 
disponibilité  (Siow et al., 2011). 
La  Sph  est  la  colonne  vertébrale  des  sphingolipides  plus  complexes,  pourtant  elle 
n’est pas produite au  cours de  la  synthèse de novo  du  céramide.  Seule  la désaturation du 
dihydrocéramide  permet  éventuellement  sa  génération.  Il  apparaît  alors  que  la  voie  de 
génération  principale  de  la  sphingosine  dans  les  cellules  eukariotes  est  une  voie  de 
catabolisme par les céramidases (Mao and Obeid, 2008). 
Au  niveau  biologique,  la  Sph  intervient  dans  l’arrêt  du  cycle  cellulaire  et  dans 
l’apoptose  comme  démontré  dans  le  mécanisme  d’action  de  la  dexaméthasone  sur  des 
thymocytes (Lepine et al., 2004).  
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L’utilisation d’un inhibiteur de synthèse de céramidase, la fumonisine B, a permis au 
groupe  de  Ohta  et  coll.  de  démontrer  un  rôle  propre  de  la  Sph  dans  l’apoptose, 
indépendamment de la génération de Cer (Ohta et al., 1995). Le blocage du cycle cellulaire a 
été  mis  en  avant  pour  expliquer  les  effets  anti  tumorogènes  de  la  Sph  sur  les  cellules 
tumorales dans un modèle murin (Kohno et al., 2006). 
 
Initialement,  la  SP  a  été  décrite  comme  un  analogue  compétitif  du  DAG  dans 
l’inhibition de l’activité PKC (Hannun and Bell, 1989). En fait, la SP peut augmenter in vitro 
l’activité de la DAG kinase de 85kDa, mais également inhiber l’activité de l’isoforme de 150 
kDa. Les effets de  la sphingosine, à savoir une diminution du  taux de DAG associée à une 
augmentation  d’acide  phosphatidique, modulerait  l’activité  biologique  des  sphingolipides 
(Yamada et al., 1993). 
La Sph peut également inhiber d’autres kinases tel que des Src tyrosine kinases, des 
protéines  kinases  Ca/calmoduline  dépendantes  (Igarashi  et  al.,  1989;  Jefferson  and 
Schulman, 1988).  
Les  effets biologiques de  la  Sph peuvent  résulter d’une modification de  la  stabilité 
des membranes des organelles intracellulaires.  Le relargage des cathepsines dans le cytosol 
par augmentation de la perméabilité des lysosomes peut conduire à l’apoptose (Kagedal et 
al., 2001). De même, le relargage du  cytochrome c  au niveau mitochondrial peut entrainer 
le  déclenchement  de  la  voie  intrinsèque  de  l’apoptose  (Cuvillier  et  al.,  2001).  Enfin,  la 
fragmentation  du  Golgi  peut  provenir  de  la  génération  de  Sph  par  une  céramidase  et 
conduire à l’arrêt du cycle cellulaire et à l’apoptose (Xu et al., 2006). Cette fragmentation du 
Golgi  bloque dans  le même  temps  la maturation d’une β1‐intégrine qui  se  traduit  par un 
défaut d’adhésion et un tendance à l’anoikis (Sun et al., 2009). 
La  sphingosine  agit  donc  sur  différents  éléments  cellulaires  et  participe  ainsi  à  la 
régulation du cycle cellulaire, à l’apoptose. 
 
1.2.4. SPHINGOSINE‐1‐PHOSPHATE  
 
La  phosphorylation de  la  sphingosine  génère  la  sphingosine‐1‐phosphate  (S1P),  et 
est  due  à  l'activation  d'une  sphingosine  kinase  localisée  dans  le  cytosol  ou  dans  un 
compartiment spécifique de la membrane.  
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Deux transporteurs pourraient intervenir dans la régulation du transport de la S1P à 
travers  la  membrane  plasmique.  Le  premier  transporteur  (CFTR :  Cystic  Fibrosis 
Transmembrane  Regulator)  permet  l’internalisation  de  la  S1P  depuis  la  membrane 
plasmique, tandis que le transporteur ABC (ATP Binding Cassette) ABCC1 entraine l’efflux 
de S1P vers l’extérieur de la cellule (Hannun and Obeid, 2008a). 
La S1P peut sous l’action de sphingosine phosphatase, être dégradée en sphingosine 
qui génère du céramide par acylation.  
Le céramide et  la S1P ont des effets biologiques opposés puisque  le céramide et  la 
sphingosine sont antiprolifératifs et pro‐apoptotiques alors que la S1P est impliquée dans la 
survie, la prolifération et l'angiogenèse, et inhiberait l’apoptose (Pavoine and Pecker, 2009). 
Les métabolismes de la S1P et du céramide sont donc en relation étroite et  le ratio 
entre céramide et S1P détermine le devenir de la cellule (Spiegel and Milstien, 2003). 
 
La S1P augmente  la synthèse d’ADN (Olivera et al., 1999) et protège  les cellules de 
l’apoptose dépendant de la voie mitochondriale ou intrinsèque (Edsall et al., 2001). 
La  S1P  joue  un  rôle  dans  le  cycle  cellulaire  et  dans  la  régulation  de  différentes 
réponses  physiologiques  telles  que  l’angiogenèse  et  la  maturation  vasculaire,  le 
développement cardiaque et l’immunité (Spiegel and Milstien, 2003). 
Ces évènements dépendent des récepteurs de la S1P dénommés S1P (1‐5) couplés à 
différentes protéines G qui vont chacune réguler différentes voies de signalisation (Strub et 
al., 2010).  
 
La S1P inhibe l’action de la céramidase synthase2 (Laviad et al., 2008) et module la 
réponse inflammatoire en participant à la maturation des lymphocyte T (Samy et al., 2007). 
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FIGURE 3 : LE METABOLISME DES SPHINGOLIPIDES. 
D’après (Hannun and Obeid, 2008b) 
CDase :  Céramidase,  CK :  Céramide Kinase, DAG :Diacylglycérol, GCase :Glucosyl  céramidase, 
GCS :Glucosyl  Céramide  synthase,  PC :Phosphatidyl  choline,  SK :Sphingosine  Kinase,  SMase, 
Sphingomyélinase,  SMS :  Sphingomyéline  synthase,  SPPase :  Sphingosine  Phosphate 
phosphatase, SPT :Sérine palmitoyl transférase.  
 
1.2.5. LES SPHINGOMYÉLINASES 
 
Plusieurs sphingomyélinases (SMases) sont décrites et diffèrent en fonction de leur 
propriétés, leur localisation et leur pH optimum (Levade and Jaffrezou, 1999).  
 
1.2.5.1. SPHINGOMYÉLINASE ACIDE 
 
La  sphingomyélinase  acide  (aSMase)  est  présente  dans  les  lysosomes  et  les 
endosomes.  Elle  est  ubiquitaire  (Ferlinz  et  al.,  1995),  et  est  active  à  pH 5.0.  Le  déficit  en 
sphingomyélinase acide entraine une accumulation de sphingomyéline dans les lysosomes, 
ou  maladie  de  Niemann‐Pick.  Elle  est  codée  par  le  gène  smpd1  (pour  SphingoMyéline 
PhosphoDiestérase)  (Fasano et al., 2006; Schuchman et al., 1992). En  fonction du  tableau 
clinique, on distingue deux formes de maladie de Niemann‐Pick, le type A et le type B. 
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Les  formes  de  type  A  se  caractérisent  par  des  signes  cliniques  précoces  de  la 
maladie, avec dès la première année des troubles digestifs, une altération de l'état général, 
une  hépatosplénomégalie  majeure,  et  une  atteinte  neurologique  sévère  (arrêt  du 
développement  psychomoteur,  hypotonie).  La  dégradation  neurologique  et  les  infections 
pulmonaires conduisent rapidement au décès souvent avant l’âge de 3 ans.  
Dans les formes de type B, l'âge de début est très variable et le signe le plus constant 
est l'hépatosplénomégalie parfois associée à des signes pulmonaires. 
En fonction de sa localisation et de la maturation d’un précurseur commun, on décrit 
deux formes de aSMase. Une forme lysosomiale (L‐SMase) et une forme sécrétée (S‐SMase) 
dans le milieu extracellulaire.   
La  L‐SMase  a  été  associée  à  l’activation  de  la  voie  d’apoptose  classique  mais 
plusieurs  équipes  ne  retrouvent  pas  de  lien  entre  le  céramide  lysosomal  et  l’apoptose 
(Bezombes et al., 2001; Segui et al., 2000). Cependant le rôle dans la signalisation de la L‐
SMase  ne  peut  être  complètement  exclu  du  fait  du  tableau  clinique  découlant  de  sa 
mutation chez l’homme. 
De plus,  la  souris KO pour  l’aSMase semble être protégée de différents  facteurs de 
stress du fait d’un défaut de génération du céramide. La forme de aSMase impliquée dans 
cette  résistance  serait  la  S‐SMase.  Smith et  Schuchman ont montré une élévation de  la  S‐
SMase dans des tumeurs exposées à des radiations (Smith and Schuchman, 2008). Les LPS 
induisent une sécrétion de S‐SMase chez la souris et les souris aSMase ‐/‐ sont protégées de 
l’apoptose  endothéliale  induite  par  les  LPS.  Ces  résultats  tendent  à  démontrer  un  rôle 
prépondérant de la S‐SMase dans l’apoptose induite (Jenkins et al., 2009). 
 
1.2.5.2. SPHINGOMYÉLINASE ALCALINE 
 
Une SMase alcaline serait exprimée au niveau de  l’intestin et de  la bile, et pourrait 
jouer  un  rôle  dans  le  développement  des  cancers  du  colon,  dans  les  pathologies 
inflammatoires et l’athérosclérose (Duan, 2006). 
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1.2.5.3. SPHINGOMYÉLINASES NEUTRES 
 
Les  sphingomyélinases  neutres  (nSMases)  sont  une  famille  d’enzymes  qui 
hydrolysent la sphingomyéline en céramide à un pH de 7,4. Les nSMases Mg2+ dépendantes 
sont  liées  à  la membrane  alors que  les nSMases Mg2+  indépendantes  sont  retrouvées  au 
sein des gaines de myéline et dans le cytosol des leucocytes (Levade and Jaffrezou, 1999). 
Trois type de nSMases membranaires ont été identifiées et clonées (Clarke et al., 2010). 
  
‐ La nSMase de type 1 codée par le gène smpd2 ne semble pas avoir de rôle dans la 
signalisation  cellulaire  car  sa  surexpression  ne  génère  pas  d'augmentation  de  céramide 
(Tomiuk  et  al.,  1998).  Par  ailleurs  la  souris  smpd2‐KO  ne  présente  pas  de  phénotype 
particulier,  et  pas  d'accumulation  ou  d'altération  du  métabolisme  de  la  sphingomyéline 
(Zumbansen and Stoffel, 2002). 
‐ La nSMase de type 2 est codée par le gène smpd3. Cette nSMase est ubiquitaire et 
essentielle à la croissance et semble jouer un rôle dans le métabolisme osseux (Aubin et al., 
2005; Stoffel et al., 2007) (c.f Chap. 1.4). 
‐ La nSMase de type 3 codée par le gène smpd4 appartient à la famille des protéines 
"C‐tail  anchored".  Localisée  au  niveau  du RE,  elle  serait  impliquée  dans  la  tumorogénèse 
(Corcoran et al., 2008). De plus, cette protéine s'associerait au complexe TNFR1/FAN, qui 
comprend  le  récepteur  de  type  1  du  TNF‐α  et  Fan  (Facteur  associé  à  l’Activation  d’une 
sphingomyélinase neutre) en réponse  au stress cellulaire (Krut et al., 2006). Les différences 
d’homologie de séquence entre les nSMase 1 et 2 et la nSMase 3 tendent à prouver que la 
nSMase 3 doit être considérée comme appartenant à une famille unique de nSMase (Krut et 
al., 2006). 
‐ Récemment, une nouvelle sphingomyélinase a été clonée  par l’équipe de Wu, cette 
SMase  est  retrouvée  dans  les  mitochondries  et  localisée  dans  les  testicules,  le  pancréas, 
l’épididyme  et  le  cerveau  chez  les  souris  (Wu  et  al.,  2010b).  Elle  présente  une  forte 
homologie structurelle avec  la nSMase2 et provoque  in vitro une modification des niveaux 
de sphingomyéline et de céramide. 
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sphingomyélinases 
neutres
chimiothérapie stress oxydatif
inflammation
TNF, IL-1, LPS
stress 
physique
inhibition de 
croissance carcinogénèse apoptose
réponse
inflammatoire
pathologies
neurodégeneratives
 
Tableau  1 :  ACTIVATEURS  ET  ROLES  BIOLOGIQUES  DES  SPHINGOMYELINASES 
NEUTRES.  
D’après (Wu et al., 2010a). 
 
 
1.2.6. LA SPHINGOMYÉLINASE NEUTRE DE TYPE 2 
 
1.2.6.1. STRUCTURE 
 
La  nSMase2  a  été  identifiée  en  2000  en  se  basant  sur  son  homologie  avec  la 
sphingomyélinase  bactérienne  (Hofmann  et  al.,  2000).  La  nSMase2  humaine  est  une 
protéine  de  655  acides  aminés  avec  un  poids  moléculaire  de  71kD.  Son  extrémité  C‐
terminale  est  constituée  d’un  domaine  catalytique  alors  que  l’extrémité  N‐terminale 
comporte deux fragments hydrophobes. Entre les deux, on retrouve un fragment en triple 
hélice.  La  protéine  présente  des  résidus  cystéines  qui  sont  palmitoylés  via  des  liaisons 
thioesters (Tani and Hannun, 2007b). La palmitoylation affecte la stabilité et la localisation 
de  la  protéine  au  niveau  de  la  membrane :  le  premier  cluster  est  situé  entre  les  deux 
fragments  hydrophobes  et  le  second  au  milieu  de  la  région  catalytique  (Fig.4).  Ainsi  la 
région  catalytique  serait  retrouvée  au  niveau  du  versant  interne  de  la  paroi  (Tani  and 
Hannun, 2007a). 
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FIGURE 4 : PROPOSITION DE CONFORMATION SPATIALE DE LA NSMASE2. 
D’après  (Tani and Hannun, 2007a) 
 
 
1.2.6.2. LOCALISATION SUBCELLULAIRE ET MÉCANISME D'ACTIVATION 
 
La localisation cellulaire de cette protéine  reste à clarifier. La nSMase2 est présente 
au sein de l’appareil de Golgi et jouerait un rôle dans la sécrétion vésiculaire (Stoffel et al., 
2005). Par ailleurs elle est retrouvée au niveau de la membrane plasmique dans des lignées 
de cellules cancéreuses (Karakashian et al., 2004).  
Différents  agents  de  stress  peuvent  activer  de  façon  indirecte  la  nSMAse2.  La 
stimulation  par  le  TNF‐α  ou  par  des  agents  inducteurs  de  stress  oxydant,  induit  une 
translocation de la nSMase2 du Golgi à la membrane plasmique (Clarke et al., 2007; Levy et 
al., 2006).  
Cette  translocation à  la membrane est  sous  la dépendance  indirecte de p38‐MAPK 
(Clarke et al., 2007). Une autre protéine nécessaire à la translocation est la protéine Kinase 
C‐delta (PKC δ) Cette protéine est une sérine/thréonine kinase nécessaire à la translocation 
du Golgi à la membrane, probablement de manière vésiculaire. L'inhibition de PKC‐δ bloque 
la  translocation de nSMase2 à  la membrane,  sans  inhiber  l'activation enzymatique. Après 
stimulation par le TNF‐α, plusieurs hypothèses de recrutement de la  PKC‐δ existent. Soit le 
TNF‐α active directement  la PKC‐δ,  soit  la kinase p38 MAPK régule  la  translocation de  la 
nSMase2  et  ceci  de  façon  dépendante  de  la  PKC‐δ.  Enfin,  p38  MAPK  régule  nSMase2 
directement  (Clarke et al., 2008). 
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Récemment,  il  a  été  démontré  que  la  calcineurine  (CaN)  agissait  comme  un 
régulateur de la phosphorylation de la nSMase2 déclenché par le stress oxydant. La CaN est 
une sérine/threonine phosphatase Ca2+/calmoduline dépendante inhibée par H2O2. La CaN 
se lie à une séquence PXIXIT retrouvée sur la nSMase2 et dont la délétion bloque la liaison 
CaN/nSMAse2.  En  présence  de  stress  oxydant,  la  CaN  ne  se  lie  plus  à  la  nSMase2.  La 
nSMase2  peut  alors  être  phosphorylée  via  p38MAPK/PKC  et  présenter  une  activité 
catalytique plus importante (Filosto et al., 2010).  
En fin d’activation, un élément important dans la phase de translocation et donc dans 
la régulation de l’activité de la nSMase2 est son recyclage par les endosomes  et son retour 
au Golgi (Milhas et al., 2010b). 
 
 
1.2.6.3. MÉTALLOPROTÉASES ET NSMASE2 
 
Les liens entre les sérine‐protéases et nSMase2 sont connus depuis plusieurs années, 
puisque plusieurs études  rapportent un effet  inhibiteur des  sérine‐protéases  telles que  le 
TPCK  (L‐1‐tosylamido‐2‐phenylethyl  chloromethyl  ketone),  sur  l’activation  de  nSMase2 
(Auge et al., 1998; Auge et al., 1999; Mansat et al., 1997). Plus récemment il a été proposé 
une  modèle  d’activation  via  les  les  métalloprotéases  matricielles  (MMPs).  Dans  notre 
laboratoire  il  a  été  démontré  que  les MMPs  activent  sans  doute  de manière  indirecte,  la 
nSMase2 (Auge et al., 2004).  
Les métalloprotéases  (MMPs)  sont  une  famille  de  protéases  zinc‐dépendantes  qui 
participent au renouvellement de la matrice extracellulaire et sont exprimées au cours de 
l’ostéogenèse (Filanti et al., 2000). L’activité des MMPs est régulée par le clivage d’une pro‐
enzyme  inactive  au  niveau  N‐terminal.  Cette  protéolyse  est  contrôlée  par  des  sérine‐
protéases ou par des MMPs membranaires comme la membrane type 1‐MMP (MT1‐MMP). 
L’activité  des  MMPs  peut  être  bloquée  par  des  inhibiteurs  présents  dans  les  tissus, les 
TIMPs (Visse and Nagase, 2003).  
MMP‐2  est  impliquée  dans  la  prolifération  induite  par  les  LDL  oxydées  ou  par  le 
TNF‐α. L'activation de MMP‐2 dépend de MT1‐MMP, les deux enzymes étant nécessaires à 
l'activation de la nSMase2 (Auge et al., 2004), de même que la furine qui permet l’activation 
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de MT1‐MMP au niveau du Golgi, en amont de la voie de signalisation MMP/sphingolipides 
(Tellier et al., 2007). 
La  nSMase2  est  présente  dans  les  rafts  lipidiques,  et  dans  les  cavéoles.  L’activité 
nSMase2  serait  inhibée  par  le  "scaffolding  domain"  de  la  cavéoline  1,  à  laquelle  elle  est 
associée.  La  surexpression  de  la  nSMase  2  induit  une  augmentation  de  la  production  de 
céramide au sein des rafts (Goswami et al., 2005; Veldman et al., 2001). 
 
 
1.2.6.4. ACTIVITÉ ENZYMATIQUE 
 
L’activité enzymatique de la N‐SMase 2 dépend de l’ion Mg2+ et est augmentée par les 
acides gras insaturés et les phospholipides anioniques, en particulier la phosphatidylsérine 
et  les  cardiolipides  (Marchesini  et  al.,  2003b).  Elle  joue  un  rôle  dans  la  signalisation 
cellulaire  et  la  régulation  du  cycle  cellulaire  (Fig.  5).  En  effet,  la  surexpression  de  la 
nSMase2 dans des MCF‐7 entraîne une baisse de 30 à 40% du taux de croissance cellulaire 
corrélé  à  une  augmentation  de  la  production  de  60%  de  céramide  (Marchesini  et  al., 
2003b).  
Le site catalytique de la nSMase 2 serait situé sur le versant interne de la membrane 
alors que le pool le plus abondant de sphingomyéline est situé sur le versant externe de la 
membrane (Tani and Hannun, 2007a). Plusieurs hypothèses sont avancées pour expliquer 
le  recrutement  de  la  sphingomyéline,  en  particulier  l’existence  d’un  pool  spécifique  de 
sphingomyéline sur le versant plasmatique de la membrane (Linardic and Hannun, 1994). 
Le  flip‐flop  membranaire  pourrait  également  induire  un  mouvement  de  sphingomyéline 
vers le versant interne de la membrane (Tepper et al., 2000). 
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1.2.7. CÉRAMIDASES 
 
La  deacylation  du  céramide  dépend  de  l'activation  de  céramidases  qui  présentent 
des  spécificités  en  terme  de  localisation,  expression  et  substrats  et  qui  vont  entrainer  la 
production de Sph.  
Les  céramidases  sont  classées  en  fonction  de  leur  pH  optimum  d’action  en 
céramidase acide, neutre et alcaline.  
La céramidase acide est une enzyme lysosomale qui dégrade le céramide provenant 
de la dégradation de sphingolipides membranaires (Momoi et al., 1982). Cette enzyme est 
plus efficace sur les céramides à chaine moyenne C12 ou C14 que sur les céramides à chaine 
plus longue, C16 ou C18. Le déficit en céramidase acide conduit à une maladie autosomale 
récessive,  la maladie de Farber qui se caractérise par une arthrite précoce, des difficultés 
psychomotrices et des pathologies des cordes vocales (Gault et al., 2010). 
 
La céramidase neutre,  la plus active des céramidases à pH neutre, est codée par  le 
gène  ASAH2.  Elle  est  retrouvée  sous  sa  forme  soluble  au  niveau  de  la  face  externe  de  la 
membrane où elle  joue un rôle  important dans  la régulation de  la production de SP et de 
S1P.  La  céramidase  neutre  est  fortement  exprimée  dans  l’épithélium  intestinal  et 
participerait à la digestion des sphingolipides alimentaires (Kono et al., 2006).  
 
Les céramidases alcalines  (ACER), au nombre de  trois,  sont  codées par  trois gènes 
distincts : ASAH3, ASAH3L et PHCA (Gault et al., 2010). Elles diffèrent par leur localisation 
et leurs substrats.  
ACER1  est  exprimée  dans  l’épiderme  alors  que  ACER2  et  ACER3  sont 
exprimées  dans  différents  tissus.  ACER1  est  retrouvée  dans  le  RE  et  présente  une 
spécificité  forte  pour  le  C24  et  le  C24 :1  céramide  mais  n'a  pas  d’action  sur  le 
dihydrocéramide  ou  le  phytocéramide,  formes  particulières  de  céramide  surtout 
retrouvées au niveau de la peau (Mao et al., 2003). 
ACER2  est  spécifique  du  Golgi  et  n’est  fortement  exprimée  que  dans  le 
placenta.  
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ACER3 était appelée phytocéramidase du fait de sa plus haute affinité in vitro 
pour  le D‐ribo‐C12‐NDB phytocéramide.  C’est  apparemment  la  seule  céramidase  à 
présenter cette spécificité pour le phytocéramide. Comme ACER2, elle est exprimée 
préférentiellement dans le placenta. Localisée au sein du RE et du Golgi, son activité 
est inhibée par la sphingosine. Son rôle biologique reste encore à déterminer. 
 
1.2.8. SPHINGOSINE KINASES 
 
Les  sphingosine  kinases  1  et  2  (SK1  et  SK2)  font  partie  de  la  famille  des 
diacylglycerol kinases (Wattenberg et al., 2006). Les deux enzymes utilisent de l’ATP pour 
phosphoryler  le  groupe  hydroxyl  en  C‐1  de  la  sphingosine,  de  la  dihydrosphingosine  ou 
pour la SK2 de la phytosphingosine également. Ce sont des enzymes cytosoliques associées 
aux  membranes,  et  dont  la  localisation  subcellulaire  va  affecter  le  métabolisme  des 
sphingolipides. 
 
SK1  est  une  enzyme  cytosolique  de  48kDa  qui  peut  être  associée  à  la membrane, 
migrer au niveau du noyau et être excrétée de la cellule (Gault et al., 2010). 
Elle est fortement exprimée dans les poumons et la rate. Après stimulation, la SK1 migre du 
cytoplasme à  la membrane plasmique où  elle  est  phosphorylée par  la MAP Kinase,  ERK2 
(Pitson  et  al.,  2003).  La  stimulation  de  SK1  se  fait  par    différents  agonistes :  hormones, 
facteurs de croissance (EGF, PDGF, cytokines (TNF‐α et  IL‐1) (Hannun and Obeid, 2008a). 
La  SK1  est  retrouvée  dans  de  nombreuses  voies  de  signalisation  conduisant  à  la 
prolifération  cellulaire.  La  S1P  produite  par  SK1  protège  contre  l’apoptose  (Spiegel  and 
Milstien, 2003). 
La sphingosine kinase 2 (SK2) se présente sous deux formes distinctes,  la SK2‐S de 
618 acides aminés et  la SK2‐L de 654 acides aminés. Seuls quelques agonistes activent  la 
SK2 : EGF, IgE, IL‐1 beta et le TNF‐α. Elle est exprimée dans le cœur et le foie. Sa localisation 
cellulaire  semble  être  nucléaire  et  périnucléaire  (Gault  et  al.,  2010).  L’expression  de  SK2 
inhibe la croissance,  induit  l’apoptose, et augmente la chimiosensibilité de plusieurs types 
cellulaires (Strub et al., 2010). 
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SK1  et  SK2  ont  donc  des  rôles  différents  de  par  leur  différence  de  distribution 
tissulaire et d’expression temporelle au cours de  l’embryogénèse. Leur fonction au niveau 
cellulaire  est  distincte.  En  effet,  SK1  et  SK2  régulent  de  manière  opposée  le  taux  de 
céramide: SK1 diminue  le niveau de céramide en  inhibant  la céramide synthase alors que 
SK2  augmente  ce  niveau  en  participant  à  la  voie  de  sauvegarde  des  sphingolipides 
(Maceyka et al., 2005). 
Les modèles murins mutants pour SK1 ou pour SK2 ne présentent pas de phénotype 
particulier. Le modèle associant les deux mutation présente une léthalité embryonnaire liée 
à un défaut de développement neuronal et vasculaire  (Gault et al., 2010). 
 
Finalement,  la  S1P  est  dégradée  irréversiblement  par  la  S1P  lyase  en 
phosphatidyléthanolamine  et  hexadécénal,  elle  peut  également  s'accumuler  en 
intracellulaire  et  être  finalement  sécrétée dans  l’environnement  extracellulaire  (Saba  and 
Hla, 2004). 
 
1.3. RÉPONSES BIOLOGIQUES INDUITES PAR LES SPHINGOLIPIDES 
 
L'activation des SMases, en particulier la nSMase2, initie la voie de signalisation des 
sphingolipides,  via  l'hydrolyse  de  la  sphingomyéline  et  la  génération  de  céramide. 
L'activation  de  ces  voies  conditionne  l'équilibre  de  la  balance  entre  les  propriétés  pro‐
apoptotiques du céramide et de la sphingosine (Cuvillier et al., 1996; Pascual et al., 2003) et 
les propriétés mitogènes et de survie de la S1P (Auge et al., 1999; Maceyka et al., 2009). Il 
existe  donc  un  équilibre,  un  rhéostat  entre  les  niveaux  des  sphingolipides  bioactifs  qui 
conditionne le devenir des cellules. 
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1.3.1. L’ APOPTOSE 
1.3.1.1. GÉNÉRALITÉS SUR L'APOPTOSE 
 
L’apoptose a été décrite par Kerrr, Wylli et Currie en 1972 pour désigner une forme 
particulière de mort cellulaire, la mort physiologique des cellules. Ce terme désigne en grec 
la  chute  programmée  des  feuilles  en  automne :  a‐po‐toe‐sis.  Elle  intervient  lors  de  la 
morphogénèse notamment au niveau des espaces inter digitaux et tout au long de la vie en 
maintenant l’homéostasie cellulaire,  et en participant à l’élimination de cellules anormales 
notamment au niveau du système immunitaire.  
Les  cellules  répondent  différemment  aux  stimuli  physiologiques  pathologiques  ou 
thérapeutiques  pouvant  entrainer  l’apoptose.  Par  exemple,  les  molécules  utilisées  en 
thérapeutique anticancéreuse  induisent une apoptose dépendante de  la voie p‐38 et p‐53 
MAPK  dans  les  cellules  tumorales  (Bragado  et  al.,  2007).  A  la  différence  de  la  nécrose, 
l’apoptose ne s’accompagnerait pas d’inflammation. Il est cependant possible d’observer de 
l’inflammation  si  l’apoptose  précède  ou  est  concomitante  de  la  nécrose  (Zeiss,  2003).  La 
mort  cellulaire  se  fait par nécrose ou par apoptose,  suivant  la nature du stimulus, de son 
intensité et du type cellulaire. L’apoptose et la mort autophagique sont des types de morts 
cellulaires programmées à l’inverse de la nécrose qui est de survenue "accidentelle". 
 
L’apoptose est définie par des modifications morphologiques observables au niveau 
du  noyau  et  de  la  membrane  plasmique.  Une  condensation  et  une  fragmentation  de  la 
chromatine nucléaire ainsi qu’une réduction du volume cellulaire sont d’abord observées. 
Puis,  le  noyau  se  fragmente  et  la  membrane  plasmique  va  présenter  des  évaginations  à 
partir desquelles se forment plus tardivement les corps apoptotiques.   
In vitro, des altérations de la perméabilité membranaire peuvent être détectées aux stades 
tardifs de l’apoptose. Il s’agit alors de nécrose secondaire ou post‐apoptotique (Fig. 6). 
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FIGURE  5  :  NECROSE  POST­APOPTOTIQUE  D'UN  MACROPHAGE  EN  MICROSCOPIE 
ELECTRONIQUE A TRANSMISSION . 
D’après (Silva, 2010). 
A : Macrophage normal. 
B :  Macrophage  apoptotique,  densification  du  cytosol,  condensation  de  la  chromatine, 
membrane cytoplasmique continue. 
C : Nécrose post apoptotique, co­existence de marqueur apoptotique (condensation nucléaire) 
et nécrotique (rupture de la membrane plasmique). 
Barre = 0,75µm 
 
Deux  voies  principales  et  une  voie  accessoire  de  signalisation  peuvent  conduire  à 
l'apoptose : 
‐  la  voie  extrinsèque  qui  passe  par  des  récepteurs  de  mort  indépendamment  de  la 
mitochondrie,  
‐ la voie intrinsèque mitochondriale.  
Les lymphocytes T peuvent être impliqués dans une voie accessoire mettant en jeu 
des perforines et des granzymes.  
 
Ces trois voies convergent vers la phase d’exécution de l’apoptose par le clivage de la 
caspase 3 conduisant à la fragmentation de l’ADN et la dégradation des protéines nucléaires 
et du cytosquelette. 
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L’apoptose résulte de l’activation de protéases de la famille des caspases (Cystéinyl 
aspartate specific proteinase), un groupe de cystéines protéases qui clivent après un résidu 
aspartate  et  dont  l’activation  est  spécifique  de  l’apoptose.  Les  caspases  existent  dans  la 
majorité des cellules sous forme inactive. Leur conversion en une enzyme mature nécessite 
des clivages successifs au niveau de résidu aspartate qui ont  lieu de manière séquentielle. 
Les  caspases  peuvent  s’auto‐activer  ou  être  activées  par  d’autre  caspases.  Dix  caspases 
majeures avec  des  fonctions  différentes,  ont  été  décrites  (Tableau 1).  Elles  peuvent  être 
initiatrices  (caspase  ‐2,  ‐8,  ‐9,  ‐10),  effectrices  (‐3,  ‐6,  ‐7)  ou  inflammatoires  (‐1,  ‐4,  ‐
5)(Cohen, 1997).  La  caspase 11  régule  l’apoptose et  la maturation des  cytokines  lors des 
chocs  septiques.  La  caspase  12  est  spécifique  de  l’apoptose  induite  par  le  stress  du 
réticulum  endoplasmique  chez  la  souris  (Martinez  et  al.,  2010).  Un  débat  entoure  la 
description de la séquence de la caspase 13 chez l’homme car la séquence proposée semble 
être celle d’un gène bovin et l’expression chez l’homme n’a pas été confirmée (Koenig et al., 
2001).  La  caspase  14  est  exprimée  seulement  dans  l’épithélium  kératinisé  et  pourrait 
prendre part, en plus de son rôle dans l’inflammation et l’apoptose, dans la prolifération et 
la différenciation (Denecker et al., 2008). 
Tableau 2 : Classification des caspases. 
D’après (Elmore, 2007). 
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1.3.1.1.1. LA VOIE EXTRINSÈQUE 
 
La voie extrinsèque est induite par des récepteurs de morts transmembranaires. Ces 
récepteurs appartiennent à la superfamille des récepteurs au TNF (Locksley et al., 2001). Ils 
sont caractérisés par un domaine de mort intra‐cytoplasmique de 80 acides aminés qui va 
jouer un rôle dans la transmission du signal de mort entre le la surface cellulaire et la voie 
de signalisation intra cellulaire. Les voies les plus connues sont les voies TNF‐α/TNFR‐1 et 
FasL/FasR (Fig. 6). 
 
 
FIGURE 6 : RECEPTEUR AU TNF­ α. 
D’après http://www.sgul.ac.uk/depts/immunology/~dash/apoptosis/receptors.htm 
Abréviations : TNF­  α : Tumor necrosis  factor alpha  ; TNFR1  : Récepteur au TNF  ; TRADD  : 
TNFR  Associated  Death  Domain ;  FADD :  Fas  Associated  Death  Domain ;  TRAF­2 :  TNF 
receptor­associated factor 2. 
 
La liaison de Fas ligand à son récepteur entraine la création d’un complexe incluant 
une protéine adaptatrice FADD. Dans  le cas du TNF‐α,  la molécule adaptatrice est TRADD 
qui  recrutera  FADD  et  RIP.  FADD  peut  alors  s’associer  à  la  procaspase‐8  et  ‐10  par 
dimérisation du domaine effecteur de mort.  
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Le complexe créé est un complexe induisant le signal de mort (DISC) qui va amener 
l’activation  auto‐catalytique  de  la  procaspase‐8  et  la  phase  d’exécution  de  l’apoptose 
(Elmore,  2007).  Une  fois  activées,  les  caspases‐8  et  ‐10  peuvent  cliver  et  activer  les 
caspases‐3  et  ‐7,  qui  sont  des  caspases  effectrices  de  l’apoptose.  Le  clivage  de Bid  (Bcl‐2 
interacting domain), une protéine membre de la famille de Bcl‐2, par la caspase‐8 permettra 
la  génération  d’une  protéine  Bid  tronquée  (tBid)  qui  en  transloquant  à  la mitochondrie, 
participe  à  la  perméabilisation  des  membranes  mitochondriales.  La  voie  extrinsèque 
d’induction  d’apoptose  rejoint  ainsi  la  voie  intrinsèque  en  induisant  des  événements 
mitochondriaux (Elmore, 2007) (Fig. 7). 
 
1.3.1.1.2. LA VOIE INTRINSÈQUE 
 
La  voie  intrinsèque  est  non  dépendante  de  récepteurs  et  passe  par  la  voie 
mitochondriale. Des signaux intracellulaires comme l’hypoxie ou le stress oxydant sont des 
promoteurs de la voie intrinsèque de l’apoptose. L ‘activation de cette voie peut survenir en 
cas de diminution des voies de survies destinées à  inhiber  l’apoptose. La voie  intrinsèque 
est  initiée  par  une  modification  de  la  perméabilité  mitochondriale.  Les  protéines  de  la 
famille Bcl‐2 pro‐apoptotiques forment un pore qui diminue le potentiel transmembranaire 
mitochondrial, ce qui entraine un relargage de cytochrome c  et de pro‐caspases initiatrices 
dans  le  cytosol.  Le  cytochrome  c se  lie  à  Apaf‐1  (Apoptotic  Protease Activating  Factor  1) 
formant ainsi un apoptosome qui va    cliver  la procaspase‐9  (Hill  et  al.,  2004). Lorsque  la 
cellule rentre en apoptose, un deuxième groupe de molécule pro apoptotique est relargué 
de la mitochondrie, en particulier AIF (Apoptosis Inducing Factor), l’endonucléase G et CAD 
(Caspase Activated DNase) (Lu et al., 2003). AIF   et  l’endonucléase G transloquent dans le 
noyau  et  participent  à  la  dégradation  de  l’ADN  en  le  fragmentant  de  manière  caspase‐
indépendante  (Joza  et  al.,  2001). A un  stade plus  avancé,  et  après  action de  la  caspase‐3, 
CAD va participer à la dégradation de l’ADN et à la condensation de la chromatine (Susin et 
al., 2000). 
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Le  contrôle  et  la  régulation  de  l’apoptose  par  la  voie  intrinsèque  fait  intervenir  la 
famille des protéines Bcl2, sous le contrôle du gène suppresseur de tumeur p53 (Miyashita 
and Reed, 1995). La famille Bcl2 est constituée d’une trentaine de membres qui partagent 
au moins un domaine d’homologie à Bcl2. Quatre protéines sont anti‐apoptotiques : Bcl‐XL, 
Bcl‐w, A1 et MCL1. Deux autres groupes sont promoteurs de l’apoptose : la famille Bax et la 
famille  BH3.    Toutes  ces  protéines,  à  l’exception  de  Bad  et  Bid,  présentent  un  domaine 
transmembranaire qui permet leur localisation à la membrane mitochondriale, au RE ou à 
la  membrane  nucléaire  externe  où  elles  participent  à  la  formation  de  pore  modifiant  la 
perméabilité membranaire (Borner, 2003).   
La création d’homo ou d’hétérodimères est à  la base de la régulation entre mort et 
survie cellulaire. Les homodimères Bcl2 et Bcl‐XL  créés par l’intermédiaires des domaines 
BH1  et  BH2  sont    anti‐apoptotiques  (Yin  et  al.,  1994).  Les  membres  pro‐apoptotiques 
contenant  un  domaine  BH3    comme  Bak  et  Bax  peuvent  interagir  avec  Bcl2.  La  balance 
mort/survie dépend alors du  type de  la proportion de dimères pro‐ ou anti‐apoptotiques 
formés    (Cory  and  Adams,  2002).  D’autres  mécanismes  peuvent  intervenir  comme  la 
phosphorylation de Bad qui interagit avec Bcl‐XL et bloque son action protectrice (Kelekar 
et  al.,  1997),    ou Bid dont  le  clivage par  la  caspase 8  libère un  fragment C‐terminal  (tBid 
pour troncated Bid) permettant la libération du cytochrome c (Schug et al., 2011) (Fig 7). 
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FIGURE 7 : VOIES APOPTOTIQUES EXTRINSEQUE ET INTRINSEQUE. 
D’après (Orrenius et al., 2003). 
Abréviations :  DISC :  Death  Inducing  Signalling  Complex ;  AIF :  Apoptosis  Inducing  Factor ; 
EndoG : endonuclease G ;  IAP :  Inhibitor of Apoptosis Proteins ; Smac : Second Mitochondrial 
Activator of Caspases ; Omi : negative regulation of IAP ; PHAP : Putative HLA­DR­Associated 
Protein ;  
 
1.3.1.1.3. LA VOIE PERFORINE/GRANZYME. 
 
La troisième voie apoptotique est la voie de la perforine/granzyme, qui dépend des 
lymphocytes  T  cytotoxiques.  La  sécrétion  de  molécules  formant  des  pores 
transmembranaires, ou perforines, permet l’entrée de granzymes A et B à  l’intérieur de la 
cellule (Trapani and Smyth, 2002). Ces granzymes activent la procaspase‐10, clivent Bid, et 
provoquent  le  relargage  de  cytochrome  C  ou  activent  directement  la  caspase‐3  (Elmore, 
2007). 
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1.3.1.1.4. LA PHASE EFFECTRICE 
 
Les voies extrinsèque et intrinsèque conduisent à la phase effectrice qui correspond 
à l’activation des caspases effectrices et à la phase terminale de l’apoptose. 
Les  caspases  ‐3,  ‐6  et  ‐7  vont  activer  des  endonucléases  cytoplasmiques  qui 
dégradent  le  matériel  nucléaire  et  les  protéines  du  cytosquelette.  La  caspase‐3  est 
considérée  comme  la  plus  importante  des  caspases  effectrices.  Elle  peut  être  activée  par 
toutes les caspases initiatrices (‐2, ‐8, ‐9, ‐10) (Slee et al., 2001). 
La  dernière  phase  consiste  en  une  phagocytose  d’origine  non  inflammatoire.  Dès 
l’entrée  en  apoptose,  des  marqueurs  de  surfaces  permettent  d’identifier  les  cellules  à 
phagocyter.  Les  phosphatidylsérines  localisées  en  temps  normal  à  la  face  interne  de  la 
membrane  sont  externalisées,  ce  qui  constitue  un  signal  de  reconnaissance  des  cellules 
apoptotiques  par  les macrophages  et  les  cellules  phagocytaires  (Bratton  et  al.,  1997).  La 
dégradation de la sphingomyéline et la production de céramide à un stade d’apoptose tardif 
participerait  notamment  à  cette  perte  d’asymétrie  de  la  membrane  plasmatique  et  à 
l’exposition de la phosphatidylsérine (Tepper et al., 2000). 
Aux  stades  terminaux  de  l’apoptose,  après  fragmentation  du  noyau,  on  observe  la 
formation  de  corps  apoptotiques  sans  rupture  de  la  membrane  plasmique.  La  nécrose 
entrainant elle une inflammation du fait de la rupture de la membrane plasmique et de la 
libération du contenu cytoplasmique. 
 
1.3.1.2. LES SPHINGOLIPIDES ET L’APOPTOSE 
 
La  nSMase2  est  activée  par  de  nombreux  agents  inducteurs  de  stress  tels  que  les 
cytokines  (TNF‐α,  Fas),  les  stress  environnementaux  (chaleur,  UV,  hypoxie),  le  stress 
oxydant  (Levy  et  al.,  2009),  les  LDL  oxydées  (Auge  et  al.,  2002),  les  agents 
pharmacologiques  tels  que  les  antitumoraux.  Par  exemple,  la  daunorubicine,  utilisée  en 
chimiothérapie, active  la nSMase2 et génère du céramide (Ito et al., 2009) sans  interférer 
sur la nSMase 1 et la nSMase 3.  
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1.3.1.2.1. NSMASE ET TNF‐α  
 
La  trimérisation  du  récepteur  au  TNF‐α  déclenche  une  cascade  de 
phosphorylation/dephosphorylation  conduisant  à  l’activation  de  la  nSMase  et  parfois  à 
l’apoptose.  Le  recrutement  de  la  protéine  FAN  (facteur  associé  à  l’Activation  de  la 
sphingomyelinase Neutre), au niveau du domaine de mort situé à  la partie cytoplasmique 
du récepteur au TNF‐α,  induit  le  recrutement d'une nSMase et  la génération de céramide 
qui  est  responsable  de  l’apoptose  (Adam‐Klages  et  al.,  1996).  D’autres  protéines 
adaptatrices peuvent être mises en jeu, telles que de TRADD (Protéine associé au Domaine 
de Mort  du TNFR), qui peut s'associer à FADD (Protéine associée au domaine de mort Fas) 
et activer une sphingomyélinase acide (Schwandner et al., 1998). 
 
1.3.1.2.2. NSMASE ET FAS (CD95) 
 
Fas  est  un membre  de  la  superfamille  des  récepteurs  au  TNF‐α  spécifique  de  Fas 
Ligand. FADD peut se lier directement à Fas et induire l’activation des caspases initiatrices. 
Après  stimulation,  Fas  peut  provoquer  la  translocation  d’une  sphingomyélinase  acide 
endosomale à la membrane, ce qui enrichit les rafts en céramide et facilite la trimérisation 
de  Fas  (Grassme  et  al.,  2001).  Les  sphingolipides  ont  donc  un  rôle  d’intermédiaire  dans 
l’apoptose induite par Fas/FasL (Solomon et al., 2003). 
 
1.3.1.2.3. CÉRAMIDE ET APOPTOSE 
 
Le céramide est le point central du métabolisme des sphingolipides et semble être le 
coordonnateur de la réponse au stress cellulaire. L'implication du céramide dans l’apoptose 
a été décrite pour la première fois par Obeid et coll (Obeid et al., 1993). Dans cette étude, 
l'addition  de  C2‐céramide  à  des  leucocytes,  induit  une  apoptose modulée  par  la  protéine 
kinase C  (PKC)   dont  l’activation  inhiberait  l’apoptose. Cette hypothèse est  confirmée par 
l’inhibition de la PKC qui entraine une activation de la nSMase, une production endogène de 
céramide et finalement une induction de l’apoptose (Chmura et al., 1996).  
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De nombreuses études ont permis d'identifier  les voies de signalisation impliquées 
dans  l’apoptose  induite par  le  céramide.  Il  a ainsi été démontré que  le  céramide active  la 
voie mitochondriale par l’activation de Bax et ceci de manière caspase‐indépendante (von 
Haefen et al., 2002). Cet effet pro‐apoptotique est modulé par Bcl‐2 dont  la surexpression 
inhibe l’apoptose induite par le céramide (Geley et al., 1997). Si le ratio Bax/Bcl‐2 est trop 
déséquilibré,  le  relargage  de  cytochrome  C  et  l’activation  des  caspases  ‐3  et    ‐9  induit 
l'apoptose  (Sawada et  al.,  2000). Une autre équipe a proposé un modèle d’apoptose dans 
lequel  le  céramide  permet  l'ouverture  du  pore  de  transition  au  niveau  de  la  membrane 
mitochondriale (Martinou and Green, 2001). Par ailleurs, le céramide pourrait entrainer la 
déphosphorylation  de  Bad  (un  membre  de  la  famille  de  Bcl‐2,  normalement  anti‐
apoptotique),  d'où  une  cascade  de  signalisation  proapoptotique  passant  par  Ras/Raf1  et 
MEK 1 (Basu et al., 1998).  
Le  rôle de  la  nSMase2 dans  l'apoptose  et  la  réponse  inflammatoire  induites par  le 
TNF‐α,  pourrait  résulter  de  la  formation  à  la  membrane  plasmique  d’un  complexe 
impliquant le récepteur au TNF, FAN, RACK1 et EED qui activerait la nSMase2 (Philipp et al., 
2010). 
 
1.3.1.2.4. STRESS OXYDANT, NSMASE2 ET APOPTOSE 
 
Le  stress  oxydant  et  H2O2 seraient  impliqués  dans  la  migration  de  nSMase2  à  la 
membrane  plasmique  et  son  activation,  comme  cela  est  décrit  au  cours  de  certaines 
pathologies pulmonaires (Filosto et al., 2011). Le glutathion, aux propriétés antioxydantes 
induit une localisation nucléaire de la nSMase2 sans déclenchement de l’apoptose (Cuvillier 
et  al.,  2001).  Dans  les  cellules  épithéliales,  l'apoptose  induite  par  la  fumée  de  cigarette 
implique la voie de la nSMase2 et est inhibée par le glutathion (Levy et al., 2009). 
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1.3.2. SPHINGOLIPIDES ET PROLIFÉRATION 
 
La voie des sphingolipides induite par la nSMase2 est impliquée dans la prolifération 
cellulaire  induite  par  les  agents  de  stress.  Cet  effet  prolifératif  est  fonction  de  la  balance 
S1P/céramide  dans  le  sens  où  la  génération  de  S1P  induit  la  survie  cellulaire.  Il  a  été 
démontré  dans  notre  équipe,  que  les  LDL  oxydées  stimulent  la  prolifération  des  cellules 
musculaires lisses (CML), via l'activation de nSMase2 et de SK1. En effet, la prolifération des 
CML  induite  par  les  LDL  oxydées  ferait  intervenir  plusieurs  voies  de  signalisation 
concomitantes.  Les  LDLox  activent  la  voie  PI‐3K/Akt  via  le  récepteur  à  l'EGF  (Epithelial 
Growth Factor Receptor), qui prévient la toxicité des LDLox, alors que l'activation de la voie 
sphingoméline/céramide/S1P  active  les  MAP  kinases  ERK1/2  qui  permettent  la 
prolifération cellulaire (Auge et al., 2002). 
L’activation  de  MMP‐2  par  MT1‐MMP  intervient  dans  l’activation  de  la  voie  des 
sphingolipides mais n'interagit pas avec la voie PI‐3K/Akt médiée indépendamment par le 
récepteur à l'EGF (Auge et al., 2004). Le TNF‐α à concentration mitogène peut activer cette 
voie de signalisation qui implique la furine, MT1‐MMP et MMP 2, et stimule la prolifération 
de cellules musculaires lisses dans des pathologies obstructives (Tellier et al., 2007).  
Cette  voie  de  prolifération  des  CML  induite  par  les  LDLox  et  les  agents  de  stress 
(cytokines, stress oxydant) pourrait intervenir au cours de l’athérosclérose, et au cours de 
la  vasculopathie  de  transplantation,  caractérisée  par  une  hyperprolifération  intimale  des 
CML, générée entre autre par l'alloréaction humorale (Galvani et al, en révision). 
 
1.3.3. SPHINGOLIPIDES ET MIGRATION, ANGIOGENÈSE 
 
La S1P se fixe sur des récepteurs spécifiques couplés à des protéines G, et génère des 
réponses  cellulaires  différentes  en  fonction  des  récepteurs  (Spiegel  and  Milstien,  2003). 
Une  de  ces  fonctions  est  de  stimuler  la  migration  cellulaire,  et  serait  particulièrement 
impliquée dans le développement cardiaque. La mutation de l’analogue du récepteur S1P2  
chez  le  poisson  zèbre  provoque  une  malformation  cardiaque  (Kupperman  et  al.,  2000). 
Cependant  ce  phénotype  n’est  pas  retrouvé  dans  le  modèle  murin  présentant  la  même 
mutation du récepteur S1P2  (Ishii et al., 2002). 
  
   
 
Revue générale, effets biologiques des sphingolipides
 
43
La mutation chez la souris du récepteur S1P1 entraine la mort in utero  de l’embryon 
du  fait  d’anormalités  du  développement  vasculaire  (Liu  et  al.,  2000).  Les  cellules 
musculaires  lisses constitutives des parois vasculaires présentent un défaut de migration. 
Plusieurs théories expliquent ce défaut de migration, telles qu’une anomalie de recrutement 
des  molécules  d’adhésion,  ou  une  défaillance  de  la  signalisation  extra‐cellulaire  liée  à  la 
matrice et au facteurs de croissance tel que le VEGF. En effet, la S1P peut interagir avec des 
récepteurs du VEGF et promouvoir  le mouvement cellulaire via une  tyrosine kinase de  la 
famille Src (Tanimoto et al., 2002). 
 
1.3.4. SPHINGOLIPIDES ET INFLAMMATION 
 
L'activation de  la nSMase2 puis de SK1 par  le TNF‐α génère S1P qui  active  la voie 
PI3K /Akt  et  la  production  d’Oxyde  Nitrique  (NO)  par  la  NO  synthase  endothéliale  (De 
Palma et al., 2006). NO peut inhiber l’expression de la E‐selectine et l’adhésion des cellules 
dendritiques à  l’endothélium. La nSMase est aussi  impliquée dans  les  cellules épithéliales 
pulmonaires  où  sa  régulation  par  les  MAPK  induit  une  modification  des  protéines 
d’adhésion membranaires VCAM et ICAM (Clarke et al., 2007). La régulation de la NSMase2 
dans le cadre de son activation par le TNF‐α peut également dépendre de la Protéine Kinase 
C δ (Clarke et al., 2008).  
 
1.3.5. SPHINGOLIPIDES ET DIFFÉRENCIATION 
 
En  1989,  Okazaki  a  étudié  l’effet  de  la  vitamine  D3  sur  la  dégradation  de  la 
sphingomyéline en céramide dans des cellules HL‐60.  Il  a pu montrer que  la vitamine D3 
provoque une diminution de la sphingomyéline et une augmentation de céramide. De plus, 
l’apport de nSMase exogène diminue le seuil de vitamine D3 nécessaire à la différenciation 
cellulaire (Okazaki et al., 1989). Dans une deuxième étude, cette équipe a isolé le céramide 
comme l’élément biologiquement responsable de la différenciation induite par la vitamine 
D3 (Okazaki et al., 1990).  Ce mécanisme est également activé par le TNF‐α et l’interféron‐γ 
(Kim et al., 1991).  
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La S1P peut intervenir dans les mécanismes de différenciation cellulaire. Les cellules 
souches adipocytaires vont préférentiellement et de façon dose dépendante se différencier 
en CML sous  l’effet de S1P. Comme dans  le  cadre de  l’angiogenèse,  le  récepteur  impliqué 
semble être S1P2  (Nincheri et al., 2009). 
SK1  semble  intervenir  de  façon  négative  dans  la  différenciation  des  progéniteurs 
endothéliaux puisque les cellules progénitrices issues de la souris SK1 KO se différencient 
plus rapidement en cellules endothéliales (Bonder et al., 2009). 
Plus  récemment,  le  céramide  est  apparu  comme  un  acteur  important  du 
développement  et  de  la  différenciation  des  cellules  souches  embryonnaires  vers  la  voie 
ectodermique (Krishnamurthy et al., 2007). Le céramide en interagissant avec un domaine 
spécifique de PKCζ orienterait les cellules vers la polarisation et donc la différenciation ou 
une voie apoptotique impliquant Bad et Bax (Bieberich, 2011). 
 
1.3.6. SPHINGOLIPIDES ET OSTÉOCHONDROGENÈSE  
 
L’ostéogenèse peut être membranaire ou enchondrale en  fonction du  type d’os. La 
S1P  en  régulant  l’angiogenèse  peut  également  participer  à  la  formation  des  tissus 
environnants  et  notamment  le  cartilage.  Le  modèle  murin  KO  pour  S1P1  présente  des 
malformations  des  membres  liées  à  une  hypervascularisation  de  compensation.  Or 
l’angiogenèse doit être maitrisée pour permettre la chondrogénèse (Chae et al., 2004). 
L’apoptose des chondrocytes peut être induite par le C‐2 céramide sans toutefois observer 
de modification du niveau de différenciation (MacRae et al., 2006). La maladie de Farber est 
associée à un arthrite qui pourrait être liée à un surplus de céramide au niveau articulaire 
mais également à une baisse d’expression du collagène 2 au niveau des chondrocytes liée à 
une  sphingomyélinase.  Cette  hypothèse  repose  sur  une  étude  de  Gilbert  et  coll.  qui  ont 
observé,  dans  des  chondrocytes,  une  baisse  de  l’expression  du  collagène  de  type  2  liée  à 
l’activation  des  MAP  kinase  Raf/MEK/ERK‐1/2.  Cette  cascade  conduisant  à  la 
phosphorylation de c‐Fos, impliqué dans la dégradation du cartilage dans l’arthrite et à un 
délocalisation  de  phospho‐SOX9  (Sex  determining  region  Y)‐box  9,  responsable  de  la 
stabilité du phénotype des chondrocytes (Gilbert et al., 2008). 
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A  côté  de  la  voie  de  synthèse,  S1P  interviendrait  dans  la  voie  de  l’ostéoclasie  qui 
régulerait  l’homéostasie  osseuse  en  recrutant  les  précurseurs  d’ostéoclastes  (Ishii  et  al., 
2009). 
La voie des sphingolides pourrait donc, via ses métabolites, être impliquée de façon 
directe  ou  indirecte  dans  l’ostéochondrogénèse.  Cependant  les mécanismes  cellulaires  ne 
sont pas actuellement connus. 
 
2. MODÈLES MURINS DE DÉFICIT EN SPHINGOMYÉLINASE NEUTRE DE 
TYPE 2 : ROLE DES SPHINGOLIPIDES DANS 
L’OSTÉOCHONDROGENÈSE ? 
 
2.1. LA SOURIS FRAGILITAS OSSIUM 
 
La souris porteuse de la mutation fragilitas ossium (fro) présente un phénotype proche 
de l'ostéogenèse imparfaite humaine (Kamoun‐Goldrat and Le Merrer, 2007). Ce phénotype 
fro est associé à une mutation du gène smpd3 (Aubin et al, 2005).  
 
2.1.1. HISTORIQUE 
 
La mutation  fro est une mutation autosomale récessive décrite par l’équipe de Jean 
Louis  Guenet  de  l’institut  Pasteur  en  1981  (Guenet  et  al.,  1981).  Cette  mutation  a  été 
découverte  dans  un  ensemble  de  souris  traitées  par  du  tri(1‐aziridinyl  phosphine‐
sulphide),  molécule  utilisée  dans  les  thérapeutiques  anti  cancéreuses  sous  le  nom 
commercial  Thiotea®.  Elle  a  d’abord  été  dénommée  fld/fld  pour  fore‐limb defect  (Guenet 
and Mercier‐Balaz, 1975). 
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2.1.2. PHÉNOTYPE 
 
Les  souris  fro/fro  sont  caractérisées  par  une  très  grande  fragilité  osseuse  à  la 
naissance  (d’où  leur  phénotype  "Fragilitas ossium"),  avec  un  taux  de mortalité  néonatale 
proche de 90%. Les hanches sont déformées, de même que les os longs (fémur, humérus), 
sans malformation des os courts    tels que  la queue ou  les côtes. Ces souris sont naines et 
présentent également une "dentinogenesis imperfecta ». La mutation originale a été obtenue 
sur un fond génétique pur de souris Sv. Muriel a, dans son étude, croisé les souris Sv à des 
souris 129 pour obtenir une lignée de souris 129/Sv. Ce fond génétique croisé permettant 
une plus grande viabilité des animaux mutés (Muriel et al., 1991). Contrairement aux autres 
formes  d’ostéogenèse  imparfaite  qui  proviennent  d’une  mutation  touchant  un  des  deux 
gènes codant pour la chaine alpha du collagène de type I (COL1A1 et COL1A2)  (Marini et 
al.,  2007),  aucune  anormalité  n’est  retrouvé  au  niveau  du  collagène  I.  Muriel  trouve 
cependant  chez  les  animaux mutants  un  défaut  quantitatif  en  ostéonectine  de  l’ordre  de 
30%  au  niveau  osseux  et  de  l’ordre  de  50%.  au  niveau  des  mRNA  exprimés  dans  les 
fibroblastes murins. 
Les animaux présentent des os longs plus courts avec d’importantes déformations au 
niveau de  la  diaphyse.  Elles  apparaissent plus  fines, moins  radio‐opaques  avec des  zones 
irrégulières d’hyperdensité.  
 
Les  études  histologiques  retrouvent  un  cartilage  de  croissance  dont  la  zone 
hypertrophique  est  plus  importante  chez  les  souris  fro/fro  (12  à  17  chondrocytes 
d’épaisseur pour les souris contrôles et 42 à 52 chondrocytes d’épaisseur pour les fro/fro), 
et des traces de remodelage osseux à différents stades au niveau des angulations liées aux 
fractures. Les souris mutantes ont plus de fibres de collagène de petit et moyen diamètres 
(Muriel et al., 1991; Sillence et al., 1993). 
 
Sillence  dans  son  étude  du  phénotype  fro  trouve  des  similarités  entre  la  forme 
humaine de l’ostéogénèse imparfaite de type II sous‐groupe B ou de type III chez les souris 
viables et la forme de type II sous‐groupe A pour les souris mort‐nées (Sillence et al., 1993). 
Il retrouve une hypo‐minéralisation de l’ensemble du squelette des animaux fro/fro à 1 jour 
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associée  à  un  aspect  arqué  des  os  longs.  Les  souris  non  viables  se  différencient  par  des 
lésions  costales  pouvant  être  à  l’origine  de  la mort.  Comme  rapporté  précédemment  par 
Muriel, Sillence ne retrouve pas de différence au niveau de l’expression du collagène de type 
1.  Certaines  formes  particulières  d’ostéogénèse  imparfaite  peuvent  être  dues  à  des 
mutations autres que celles intéressant COL1A1 et COL1A2 (Willaert et al., 2009). L’intérêt 
du  modèle  fro/fro  est  de  mimer,  au  sein  du  même  modèle  animal,  différents  niveaux 
d’atteinte  d’une mutation  ;  comme  dans  la  forme  humaine  de  l’OI,  le  degré  d’expression 
clinique de la pathologie varie. 
 
Comme rapporté pour la forme humaine d’OI (Rauch and Glorieux, 2004),  la souris 
fro/fro présente une dentinogénèse imparfaite décrite par Opsahl et Goldberg (Opsahl et al., 
2005). Cette équipe décrit une baisse de la prolifération cellulaire de la couche épithéliale 
de la muqueuse orale associée à une diminution de la croissance de l’incisive mandibulaire 
et  à  un  défaut  de  minéralisation  de  sa  partie  linguale.  Cette  anomalie  est  également 
retrouvée  au niveau des  cuspides des molaires,  qui  présentent  en plus  à 8  semaines une 
oblitération de  la  chambre pulpaire.  L’incisive mandibulaire possède  la particularité  chez 
les rongeurs d’être une dent à croissance continue ce qui pourrait  fournir une explication 
aux différences relevées entre l’incisive et les molaires. 
 
A  un  jour  de  vie,  la  taille  de  l’incisive  mandibulaire  est  moitié  moins  de  celle 
observée  chez  les  souris  contrôles.  Couplé  à  cette morphologie  particulière,  on  note  une 
diminution  significative  de  l’expression  de  la  dentine  sialoproteine  pour  l’incisive  et  la 
molaire,  et  de  l’amélogénine,  cette  dernière  particularité  ne  touchant  que  l’incisive, 
l’expression observée en immunohistochimie, étant même plus forte dans la molaire.  
Pour  les  auteurs,  une  des  explications  possibles  est  un  défaut  de  prolifération  cellulaire 
corrélé  à  une  perte  de  fonction  déclenchant  une  cascade  d’évènements  entrainant  cette 
forme de dentinogénèse imparfaite. En effet, les gènes codant pour les protéines candidates 
sont  situés  sur  des  chromosomes  autres  que  sur  le  chromosome  8  susceptibles  d’être  le 
siège  de  la mutation.  L’ostéonectine  est  codée  par  une portion  du  chromosome 11  et  les 
SIBLING (small integrin‐binding ligand, N‐linked glycoprotein) sur le chromosome 5. 
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les SIBLING’s sont une famille de protéines comprenant la bone sialo protéine (BSP), 
la Dentin matrix protein 1 (DMP1),  l’ostéopontine (OPN),  la dentine sialophosphoprotéine 
(DSPP)  l’enaméline  et  la  matrix  extracellular  phosphoglycoprotéine  (MEPE)  La  dentine 
sialophosphoprotéine  fait  partie  des  SIBLING  et  est  clivée  en  dentine  sialoprotéine  et 
dentine  phosphoprotéine.  La  chute  du  taux  de  dentine  sialoprotéine  peut  entrainer  un 
défaut de minéralisation et une accumulation de glycoaminoglycanes (Suzuki et al., 2009). 
 
2.1.3. MUTATION DU GÈNE SMPD3 
 
La mutation  responsable du phénotype particulier des  souris  fro/fro a été mise  en 
évidence en 2005 par le groupe de J.L. Guenet (Aubin et al., 2005). Une délétion de 1758 pb 
situé à cheval  sur  l’intron 8 et  l’exon 9 conduit à un remaniement de  la partie 3’ du gène 
smpd3  codant  pour  la  sphingomyélinase  neutre  de  type  2.  L’apparition  d’un  codon  stop 
provoque  la  substitution  des  33  derniers  acides  aminés  incluant  un  résidu  histidine 
nécessaire  à  l’activité  catalytique  de  l’enzyme.  La  protéine  est  alors  présente  mais  non 
fonctionnelle.  L’altération  de  la  voie  principale  de  production  du  céramide  pourrait 
conduire  à  une  augmentation  de  la  résorption  osseuse  par  absence  d’inhibition  des 
ostéoclastes par le céramide ou la S1P (Takeda et al., 1998). 
 
2.2. SOURIS MUTANTE SMPD3 KNOCK OUT 
 
2.2.1. HISTORIQUE  
 
Un  modèle  de  souris  KO  pour  nSMase2  a  été  développé  par  l’équipe  de  Stoffel  à 
Cologne (Stoffel et al., 2005). Ce modèle est issu d’un knock‐out obtenu grâce à l’insertion 
par électroporation dans des cellules embryonnaires murines, d’une cassette néo au niveau 
de  l’exon  1  du  gène  smpd3.  L’exon  1  code  pour  les  domaines  transmembranaires  et  une 
partie du site catalytique de la protéine (Tani and Hannun, 2007a). la souche génétique des 
souris  est  C57BL/6  croisée  à  des  129SV  qui  est  la  souche  génétique  des  souris  traitées 
chimiquement pour obtenir les souris fro/fro. 
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La  souris  smpd3  KO  possède  une  activité  nSMase  résiduelle  liée  à  smpd2  et 
n’accumule pas de sphingomyéline ou de cholestérol (contrairement à  la souris smpd1­/­) 
(Otterbach and Stoffel, 1995). 
 
2.2.2. PHÉNOTYPE 
 
Ce  phénotype  se  caractérise  par  un  retard  de  croissance  débutant  au  14ème  jour 
embryonnaire et persistant jusqu’à 2 ans. Les os longs présentent une hyperminéralisation 
associée à des déformations et une petite taille globale des animaux. Au contraire de ce qui 
est décrit chez les souris fro/fro,  la zone chondrocytaire hypertrophique est plus fine chez 
les animaux mutants. L’ossification des corticales est retardée (Stoffel et al., 2007). 
Le  retard de croissance affecte  tous  les organes à  l’exception du cerveau et  touche 
particulièrement l’axe hypotalamo‐hypophysaire. Ce défaut de l’axe pituitaire entraine une 
baisse  de  la  sécrétion  des  facteurs    hormonaux  tel  que  l’Insuline  Growth  Factor  1  et 
l’hormone de croissance. De ce fait, on observe une déficience de la maturation des organes 
sexuels des  souris  smpd3­/­  associée à un phénotype de nanisme  (Stoffel et  al.,  2005). La 
nSMase2 participerait au mécanisme de vésiculation au niveau de l’appareil de Golgi et son 
absence bloquerait la voie de sécrétion des hormones sexuelles au niveau neuronal. 
Dans  une  deuxième  étude,  l’équipe  de  Stoffel  a  étudié  la  densité  osseuse  chez  des 
souris âgées de 2, 7 et 20 mois. Il décrit une densité osseuse plus importante chez les souris 
smpd3  ­/­.  La  malformation  osseuse  semble  être,  dans  ce  phénotype,  liée  à  un  défaut 
siégeant au niveau du cartilage de conjugaison. Les chondrocytes sont organisés en paquets 
irréguliers et  le  collagène ainsi que  trois protéines matricielles non collagéniques  (COMp, 
matriline et l’ostéonectine) sont disposés de façon anarchique (Stoffel et al., 2007). 
A l ‘examen macroscopique, on ne retrouve pas de dentinogénèse imparfaite comme 
observé  chez  la  souris  fro/fro.  Le  phénotype  de  ce  modèle  serait  dû  à  un  défaut  de 
maturation des chondrocytes et donc un retard d’ossification et de croissance des os longs 
d'où des déformations des articulations et des diaphyses. L’expression d’ADNc codant pour 
la  nSMase2  dans  le  promoteur  du  collagene2A1  spécifique  des  chondrocytes,  permet  de 
restaurer  un  phénotype  normal.  Ce  modèle  de  souris  mutante  mimerait  donc  une 
chondrodysplasie consécutive à un trouble de l’axe hypotalomo‐hypophysaire. 
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Tableau 3 : Comparaison des phénotypes des souris fro/fro et smpd3 KO. 
D’après  (Aubin  et  al.,  2005; Muriel  et  al.,  1991;  Sillence  et  al.,  1993;  Stoffel  et  al.,  2005; 
Stoffel et al., 2007). 
 
3. L’OSTÉOGENÈSE 
 
L’ostéogenèse  est  le  processus qui  conduit  à  la  production du  tissu osseux.  Elle  se 
caractérise par différentes étapes faisant intervenir des effecteurs cellulaires dépendants de 
facteurs chimiques et mécaniques. 
Le  tissu osseux est  composé d‘une matrice extracellulaire  calcifiée qui assure  trois 
fonctions principales :  fonction mécanique qui supporte  la masse de  l’organisme,  fonction 
de protection des organes  clés,  et  une  fonction  à  visée métabolique,  assurant  le  stockage 
d’éléments minéraux.  
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Le  tissu  osseux  est  un  tissu  renouvelé  par  un  processus  de  remodelage  qui  fait 
intervenir  deux  types  cellulaires :  les  ostéoblastes  chargés  de  l’apposition  de  la  matrice 
extracellulaire  et  les  ostéoclastes  chargés de  la  résorption de  la matrice. Pour obtenir un 
équilibre entre synthèse et résorption, et conserver une architecture et une masse osseuse 
compatible avec les fonctions du tissu osseux, des interactions fines existent entre la moelle 
osseuse,  les  cellules  osseuses  et  la  matrice.  Ces  interactions  sont  possibles  grâce  à  la 
présence de facteurs solubles synthétisés par les cellules ou intégrés à la matrice. 
 
Le  cycle de  remodelage osseux débute par une phase d’activation des ostéoclastes 
qui  se  différencient  puis  résorbent  la matrice.  Après  le  détachement  des  ostéoclastes,  les 
précurseurs des ostéoblastes se différencient en pré‐ostéoblastes puis en ostéoblastes qui 
déposeront  une  nouvelle matrice  au  niveau  de  la  lacune  de  résorption.  Les  ostéoblastes 
vont  s’aplatir  et  border  la  surface  de  l’os  nouvellement  apposé,  une  partie  va  subir  un 
phénomène  d’apoptose  alors  que  les  autres  vont  être  intégrés  à  l’os  et  devenir  des 
ostéocytes reliés par des prolongements cytoplasmiques. 
 
L’ostéogénèse se caractérise par le recrutement, la prolifération et la différenciation 
de cellules souches pluripotentes issues de la moelle osseuse en ostéoblastes fonctionnels, 
le  cycle  se  terminant  par  l’apoptose  d’une  partie  des  ostéoblastes.  Le  dysfonctionnement 
d’une de ces étapes conduit à des pathologies osseuses généralisées ou localisées. 
 
3.1. OSTÉOGENÈSE MEMBRANAIRE  
 
Les processus d’ossification diffèrent entre os plat et os long. Dans le cas des os plats 
et surtout  les os du crâne,  l’ossification est dite membranaire et résulte de l’apposition de 
matrice extracellulaire par les ostéoblastes suite à la condensation  de cellules précurseurs 
mésenchymateuses dérivées de la crête neurale.  
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3.2. OSTÉOGENÈSE ENDOCHONDRALE 
 
Les os  longs ont une ossification endochondrale qui  se  caractérise par  le dépôt de 
matrice osseuse sur une matrice cartilagineuse. Les ostéoblastes dérivent initialement dans 
ce  cas  de  cellules  souches  du  stroma  médullaire,  capables  de  se  différencier  en  cellules 
cartilagineuses,  osseuses, musculaires  ou  adipocytaires  sous  l’effet  de  facteurs  locaux  ou 
systémiques (Pittenger et al., 1999). 
  Une zone importante est le cartilage de conjugaison ou de croissance. Les cartilages 
de conjugaison interviennent, au cours de l’enfance et de l’adolescence, dans la croissance 
des os  longs.  L’ossification endochondrale  est un processus  complexe  intervenant  à  la  fois 
chez le fœtus et tout au long de la croissance, jusqu’à l’âge adulte.  
 
Le cartilage de croissance ou de conjugaison se situe entre l’épiphyse et la diaphyse 
des os longs. Il est organisé en couches successives de cellules, les chondrocytes (Fig. 8). Ils 
ont une forme caractéristique et sécrètent une matrice riche en collagène de type II et en 
aggrécane,  un  protéoglycane  qui  participe  à  la  communication  intercellulaire  et  aux 
interactions  avec  la matrice  extracellulaire  (Kiani  et  al.,  2002).  Les  cellules  au  centre  de 
l’ébauche cartilagineuse, le cartilage hyalin, sont destinées à se différencier en chondrocytes 
hypertrophiques.  Les  cellules  prolifèrent  dans  le  sens  longitudinal  donnant  un  aspect  en 
colonne au cartilage sérié. Les chondrocytes de forme arrondie deviennent ensuite de plus 
en  plus  aplatis.  Le  volume  cellulaire  augmente  pour  donner  des  chondrocytes  pré‐
hypertrophiques puis des chondrocytes hypertrophiques qui vont synthétiser du collagène 
spécifique de type X et de la phosphatase alcaline concentrés dans des vésicules matricielles 
qui seront libérées dans la matrice extra‐cellulaire. La phosphatase alcaline va entrainer la 
minéralisation  du  cartilage.  Les  chondrocytes  entrent  en  apoptose  et  des  capillaires 
sanguins  vont  permettre  la migration  de  cellules  souches  issues  de  la moelle  osseuse  et 
l’ossification  du  front  de  minéralisation.  Ces  cellules  souches  se  différencient  ensuite  en 
ostéoblastes.  
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La  succession  de  ces  phénomènes,  hypertrophie,  minéralisation,  apoptose, 
angiogenèse et recrutement ostéoblastique, permettent le remplacement du cartilage en os 
alors que la multiplication cellulaire au sein du cartilage de croissance est responsable de la 
croissance osseuse (Beier, 2005). 
L’étude du modèle murin déficient en Ihh ( Indian HedgHog) a démontré que ihh est 
un  régulateur  majeur  de  l’ossification  enchondrale  (St‐Jacques  et  al.,  1999).  Ihh  stimule 
également  la  différenciation  des  ostéoblastes  au  sein  du  front  de  minéralisation.  La 
coordination  de  la  prolifération  et  de  la  différenciation  chondrocytaire  passe  par  la 
stimulation de  la  synthèse de PTHrP  (ParaThyroide Hormone‐related Protein)  (Lanske et 
al.,  1996).  Cette  PTHrP  va  empêcher  les  chondrocytes  d’évoluer  vers  le  stade 
hypertrophique, et va donc déterminer la hauteur des colonnes chondrocytaires.  
 
FIGURE 8 : ORGANISATION DU CARTILAGE DE CROISSANCE. 
D’après (Kronenberg, 2003). 
La  zone  hyperproliférative  est  une  zone  de  multiplication  cellulaire,  les  chondrocytes  se 
placent en colonne et perdent leur capacité de division pour se spécialiser et se différencier en 
chondrocytes  hypertrophiques  qui  permettront  la minéralisation  de  la matrice.  Après  leur 
apoptose, la migration de cellules souches via le réseau vasculaire nouvellement créer donnera 
le pool d’ostéoblaste nécessaire à l’ossification. 
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Au niveau de la zone de maturation, le collagène de type II est le principal collagène 
exprimé, il est associé aux collagènes de type IX  qui permet la liaison du collagène de type 
II aux autres protéines de la matrice extra‐cellulaire et de type XI qui recouvre les fibres de 
collagène de type II (Ballock and O'Keefe, 2003).  
Dans  la  zone hypertrophique,  la  sécrétion du  collagène de  type X  est  spécifique  et 
seulement  retrouvé  localisé  à  cette  zone,  la  mutation  du  gène  COLX  provoquant  une 
chondrodysplasie métaphysaire de Schmid (Warman et al., 1993). De façon surprenante, le 
modèle murin déficient en collagène X présente peu de défauts du cartilage de croissance 
(Gress and Jacenko, 2000).  
L’ossification  endochondrale  dépend  donc  de  plusieurs  mécanismes  cellulaires  et 
types  cellulaires  dont  un  défaut  de  coordination  spatiale  ou  de  différenciation  peut 
conduire  à  des  chondrodysplasies  caractérisées  par  des  défauts  de  minéralisation  et  de 
morphologie (Ballock and O'Keefe, 2003). 
 
3.3. DIFFÉRENCIATION DES OSTÉOBLASTES 
 
En  fonction  de  l’expression  temporelle  de  différents  facteurs  de  transcription,  les 
cellules souches mésenchymateuses vont partir dans une voie de différenciation différente. 
L’expression  de  MyoD  induit  une  différenciation  en  cellules  musculaires,  la  famille  des 
facteurs de transcription Sox régule la différenciation en chondrocytes et la différenciation 
en  adipocyte  est  régulée  par  les  facteurs  de  transcriptions  C/EBP  et  PPARγ2  (Komori, 
2006). 
Les  principaux  facteurs  de  transcriptions  contrôlant  la  différenciation  ostéoblastique 
sont Runx2, et osterix.  
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FIGURE 9 : CONTROLE DE LA TRANSCRIPTION DES OSTEOBLASTES. 
D’après (Harada and Rodan, 2003) 
Abréviations: MRFs,  Facteurs  de  régulation myogénique  (inclus MyoD, myogenin, myogenic 
factor 5 et myogenic regulatory factor 4); MEF2, myocyte­enhancer factor 2; C/EBP, CCAAT­
enhancer­binding  protein;  PPAR ,  peroxisome  proliferator­activated  receptor  ;  STAT1, 
signal transducers and activators of transcription­1; Runx2, runt­related transcription factor 
2;  Col­I/II/X,  type  I/II/X  collagene;  Ihh,  Indian  hedgehog;  BSP,  bone  sialoproteine;  OC, 
osteocalcine. 
 
3.3.1. RUNX2 
 
Runx2  aussi  dénommé  Cbfa1,  est  un  membre  de  la  famille  des  facteurs  de 
transcription  Runt.  Il  a  été  identifié  comme  un  élément  majeur  de  la  différenciation 
ostéoblastique.  Il  est  exprimé  par  les  cellules mésenchymateuses  au  stade  précoce  de  la 
formation  du  squelette  et  est  exprimé    par  les  ostéoblastes  tout  au  long  de  leur 
différenciation (Karsenty, 2000).  
La  transfection  de  Runx2  dans  des  fibroblastes  induit  l’expression    de  gènes 
spécifiques des ostéoblastes comme l’ostéocalcine, les bone sialoproteines  ou le collagène 
de type I (Kern et al., 2001). 
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Runx 2 peut être phosphorylé et activé par des MAPK via la liaison entre le collagène 
de type 1 et des α2β1 intégrines à  la surfaces des ostéoblastes (Ge et al., 2007). Runx2 va 
également  agir  sur  le  cycle  cellulaire  en  limitant  la  prolifération  cellulaire  (Pratap  et  al., 
2003). Il est intéressant de noter que Runx2 peut également induire l’activation de smpd3 
par le biais des BMP2 (Chae et al., 2009) 
 
3.3.2. OSTERIX 
 
Osterix est un facteur de transcription appartenant à la famille de protéines à doigts 
de  zinc.  Les  souris  déficientes pour  osterix présentent  des  anomalies  osseuses  liées  à  un 
défaut d’ostéoblastes  (Nakashima et al., 2002). Cependant,  le  fait que Runx2 soit exprimé 
chez  des  souris  déficientes  en  osterix   montre  que  ce  facteur  est  sous  la  dépendance  de 
l’expression  de  Runx2  (Celil  et  al.,  2005).  Osterix  favorise  la  maturation  des  pré‐
ostéoblastes en ostéoblastes immatures.  
 
3.4. MINÉRALISATION DE LA MATRICE EXTRACELLULAIRE : RÔLE DES LIPIDES, 
METALLOPROTEASES ET ANNEXINES  
 
La biominéralisation d’un  tissu découle du dépôt minéral d’hydroxyapatite au sein 
de  la matrice extra‐cellulaire. La minéralisation est physiologique  lorsqu’elle porte sur  les 
tissus durs (os, cartilage de croissance et dent) et pathologique si elle est retrouvée dans les 
tissus mous (artères, reins et cartilage articulaire) (Orimo, 2010). 
Dans  un  premier  temps,  des  vésicules matricielles  (VM)  se  forment  à  partir  de  la 
membrane des cellules intervenant dans la minéralisation, soit au niveau des chondrocytes 
hypertrophiques, des ostéoblastes et des odontoblastes. Ces vésicules ont été découvertes à 
une  phase  précoce  au  sein  de  tissu  en  cours  de  minéralisation  (Anderson,  1967).  Les 
vésicules sont des éléments sphériques de petites tailles (20‐200 nm) dont la composition 
de  membrane  diffère  de  celle  dont  ils  sont  issus.  Elles  sont  enrichies  en  phosphatase 
alcaline  tissu‐non  spécifique,  en  annexines  (principalement  II,  V  et  VI)  et  en 
phosphatidylsérine  (Golub,  2009).  Les  VM  sont  également  enrichies  en métalloprotéases 
matricielles (Dean et al., 1992).  
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La  formation  de  cristaux  d’hydroxyapatite  à  l’intérieur  des  VM  se  fait  grâce  à  des 
phospholipides  et  des  protéines  liant  le  calcium  telles  que  la  phosphatidylsérine,  la 
calbindine et la bone sialo protéine. Associée aux annexines, une structure hexamérique va 
se former et constituer un tunnel permettant la concentration du calcium dans les vésicules 
(Kirsch et al., 1997). L’annexine V va également permettre aux VM de se lier au collagène de 
type  II  et  X  (Kirsch  et  al.,  2000).  La  calcification  vasculaire  est  observée  au  décours  de 
processus  pathologiques  tels  que  le  diabète  ou  l’insuffisance  rénale.  Au  cours  de  ce 
phénomène, les cellules musculaires lisses vasculaires d’origine mésenchymateuse vont se 
dédifférencier  et  se  transformer  en  cellules  aux  caractéristiques  proches  de  celles  des 
ostéoblastes.  On  observe  alors  une  calcification  de  la  tunique  vasculaire  et  l’activité  des 
annexines  est  nécessaire  pour  provoquer  cette  minéralisation  et  ceci  en  favorisant 
l’interaction entre  les VM et  le collagène de  type 1 par une  liaison spécifique (Chen et al., 
2008). L’annexine II va réguler l’activité phosphatase alcaline du fait de sa présence au sein 
des  rafts  (radeaux)  lipidiques  (Gillette  and  Nielsen‐Preiss,  2004).  Les  radeaux  lipidiques 
semblent  importants  pour  le  mécanisme  de  minéralisation.  En  effet,  Sawada  et  coll.  ont 
observé  une  diminution  de  la  minéralisation  en  absence  de  cavéoline‐1,  et  que  la 
composition en cholestérol et en sphingomyéline est doublée dans les membranes des VM 
(Sawada et al., 2007).  
Le phosphate inorganique est amené par des cotransporteurs Na/Pi de type III et par 
PHOSPHO1 qui hydrolyse la phosphocholine et la phosphoéthanolamine (Orimo, 2010). 
Lorsque le taux d’hydroxyapatite dépasse le point de solubilité, la seconde phase de 
la  minéralisation  va  comprendre  la  rupture  de  la  membrane  des  VM  et  l’élongation  des 
hydroxyapatites  dans  l’espace  extracellulaire.  La  phosphatase  alcaline  hydrolyse    le 
pyrophosphate inorganique et ainsi favorise la minéralisation par production de phosphate 
inorganique.  Le  pyrophosphate  inorganique  est  formé  à  partir  des  nucléosides 
triphosphates  extracellulaires    par NPP1  et  exporté  des  cellules  par  ANK  (Harmey  et  al., 
2004).  Le  degré  de  minéralisation  sera  ensuite  dépendant  du  taux  de  phosphate 
inorganique et de calcium présent dans le milieu extracellulaire. Le dépôt d’hydroxyapatite 
se fait entre les fibres de collagènes qui servent de matrice à la minéralisation.  
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En plus du collagène, la matrice pré‐minéralisée contient des protéoglycanes et des 
protéines non collagéniques qui vont moduler la minéralisation du collagène. DMP1, BSP et 
DSPP de la famille des SIBLING semblent promouvoir la minéralisation alors que l’OPN peut 
avoir une effet antagoniste (Fisher and Fedarko, 2003). 
Les MMPs sont en premier lieu des collagénases qui jouent un rôle important dans la 
minéralisation  en  dégradant  et  en  permettant  la  restructuration  de  la  matrice 
extracellulaire.  MMP‐1  et  MMP‐13  sont  les  enzymes  principales  de  la  dégradation  du 
collagène de type I. Elles sont sécrétées par  les cellules ostéocytaires et participent à  leur 
différenciation (Partridge et al., 1996). 
La  souris  MT1‐MMP  KO  se  caractérise  par  un  nanisme,  une  ostéopénie  et  des 
déformations  craniofaciales.  A  plus  long  terme,  les  animaux  présentent  de  l’arthrite.  La 
physiopathologie de l’atteinte repose sur un défaut de l’activité collagénase et d’ossification 
secondaire  (Holmbeck et al., 1999). 
La  première  description  du  modèle  murin  déficient  pour  MMP‐2  initialement 
développé  par  Itoh  et  coll.  faisait  état  d’un  développement  diminué  chez  les  animaux 
mutants (Itoh et al., 1997). Plus récemment l’étude centrée sur le métabolisme osseux de ce 
modèle  a mis  en  avant  des  troubles  du  développement  craniofacial,  de  la minéralisation 
osseuse  suggérant  un  rôle  pour  MMP‐2  dans  la  prolifération  et  la  différenciation  des 
ostéoblastes et  des ostéoclastes (Mosig et al., 2007). 
Le  modèle  murin  déficient  en  MMP‐9  développe  des  troubles  de  l’ossification 
enchondrale liés à un déficit en angiogénèse du cartilage de croissance (Vu et al., 1998). Les 
chondrocytes  hypertrophiques  ont  une  croissance  normale mais  une  apoptose  déficiente 
qui  entraine  des  défauts  de  vascularisation  et  dans  un  second  temps  de  minéralisation, 
faisant place à un accumulation anormale de cartilage hypertrophique.  
La  souris MMP‐13  KO  présente  des  anormalités  du  cartilage  de  croissance  et  une 
hypominéralisation  (Inada et al., 2004). Ce phénotype est à  rapprocher du mécanisme de 
vascularisation  du  cartilage ;  dans  le  cas  de  fracture  osseuse,  les  souris  MMP‐13  KO 
cicatrisent moins bien du fait d’un moindre recrutement des chondroclastes et donc d’une 
résorption imparfaite du cartilage (Kosaki et al., 2007). 
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3.5. MÉTABOLISME OSSEUX ET OSTÉOCLASTES 
 
Tout au long de la vie d’un individu, le tissu osseux est en perpétuel remaniement afin 
d’assurer ses fonctions. Le remodelage osseux est le fait d’un équilibre entre la résorption 
osseuse conduite par des cellules d’origine hématopoïétique, les ostéoclastes et le dépôt de 
matrice  destinée  à  être  minéralisée  déposée  par  les  ostéoblastes  d’origine 
mésenchymateuse. Un  troisième  type cellulaire,  les ostéocytes,  va contrôler et  réguler  les 
deux phénomènes (Henriksen et al., 2011). Ces phénomènes dépendent à la fois de facteurs 
intrinsèques  et  extrinsèques  et  notamment  de  la  différenciation  des  précurseurs 
ostéoblastiques  et  ostéoclastiques  qui  sont  sous  le  contrôle  de  paramètres  physiques  et 
biologiques (Harada and Rodan, 2003) (Fig. 10).  
 
 
 
FIGURE 10 : CONTROLE DE L'HOMEOSTASIE OSSEUSE. 
D’après (Harada and Rodan, 2003). 
Abréviations :  BMP :  Bone MorphoProteins ;  SOST :  Sclerostin ;  LRP5 :  LDL  receptor­related 
protein 5 ; PTH : parathyroid Hormone ; SERM : Selective Oestrogen­Receptor Modulator 
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Les ostéocytes jouent un rôle central dans le remodelage osseux. Au cours de la vie 
d’un  individu,  l’os  va  subir  des  contraintes  mécaniques  qui  vont  provoquer  des  micro 
fractures infra cliniques, appelées microcracks qui nécessiteront une re‐minéralisation. Les 
ostéocytes proches des microcracks vont ainsi entrer en apoptose et entrainer l’ostéoclasie 
(Noble  et  al.,  2003).  Les  ostéoclastes  sont  des  cellules  multi‐nucléées  dérivant  des 
monocytes/macrophages qui  se différencient en présence de RANK (receptor activator of 
nuclear  factor  κB),  de  son  ligand  (RANKL)  et  du M‐CSF  (macrophage‐colony  stimulating 
factor).  M‐CSF  participe  à  la  prolifération  des  ostéoclastes  alors  que  RANK  contrôle 
directement  leur  différenciation  (Yasuda  et  al.,  1998;  Yoshida  et  al.,  1990). 
L’ostéoprotegerine  (OPG)  est  un  membre  de  la  superfamille  des  récepteurs  au  TNF 
régulateur  de  l’ostéoclasie,  qui  se  lie  à  RANKL  et  inhibe  ses  effets  (Simonet  et  al.,  1997).  
L’hormone  parathyroïde  régule  le  ratio  RANKL/OPG    et  induit  des  effets  anaboliques  ou 
cataboliques (Lee and Lorenzo, 1999). 
Les  ostéoclastes  expriment  des  intégrines  αVβ3  qui  se  lient  aux  protéines  de  la 
matrice  contenant  une  séquence  RGD  telles  que  l’ostéopontine  et  les  BSP  (Davies  et  al., 
1989).    L’ostéoclaste  va  alors  se  polariser  avec  un  pôle  apical  au  contact  de  la  surface 
osseuse  et  un  pôle  basolatéral  en  rapport  avec  le  périoste  et  la moelle  osseuse.  Le  pole 
apical  se  divise  en une  zone d’attachement  et  une bordure  en brosse  centrale.  Ces  zones 
sont  responsables  de  l’endocytose  et  de  la  sécrétion.  Le  domaine  baso‐latéral  est  un  site 
d’exocytose  des  éléments  endocytés  au  niveau  de  la  bordure  en  brosse.  Des  enzymes 
lysosomiales sont ensuite sécrétées dans le compartiment de résorption : des phosphatases 
acides, d’arylsulfatases, de la  β‐glucuronidase, de la β‐glycérophosphatase et de cystéines‐
protéinases  incluant  les  cathépsines  B,  C  ,D  ,L  et  la  cathépsine  K  capable  de  dégrader  le 
collagène à pH acide. Des MMPs sont également produites  et particulièrement MMP‐9, ‐14, 
‐12 (Delaisse et al., 2003) mais leur production ne semble pas être due exclusivement aux 
ostéoclastes  (Hou  et  al.,  2004).  La  sécrétion  d’enzymes  et  de  protons  au  sein  du 
compartiment de résorption va permettre son acidification (Fig. 11). 
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FIGURE 11 : PROCESSUS D'ACIDIFICATION DE L'OSTEOCLASTE. 
D’après (Baron, 2001) 
La partie apicale de  l’ostéoclaste en contact avec  le tissu osseux est munie d’une bordure en 
brosse, qui  sécrète des enzymes et des protons qui acidifient  le  compartiment de  résorption 
osseuse. Ceci se fait par l’intermédiaire d’une pompe à protons ATPasique du type vacuolaire, 
et  par  l’excrétion  de  chlore  (CL­)  par  l’intermédiaire  de  canaux  chlore.  Il  existe  également, 
mais au pôle basal, un échangeur Na+/H+, dont l’activité permet l’élimination des protons (et 
donc  le maintien  du  pH  intracellulaire),  et  un  excréteur  de  base  (l’échangeur HCO3–/Cl–) 
nécessaires à l’acidification du cytoplasme. 
 
Les  phases  de  sécrétion/résorption  alternent  avec  les  phases  migratoires 
engendrant des lacunes de résorptions. A la fin du cycle de résorption, l’ostéoclaste entre en 
apoptose, ce qui permet le recrutement d’ostéoblastes et la synthèse d’une nouvelle matrice 
(Datta et al., 2008). 
 
3.6. LES OSTÉOGENÈSES IMPARFAITES 
 
L’ostéogénèse imparfaite (OI) est un désordre génétique qui se traduit cliniquement 
par  une  augmentation  de  la  fragilité  osseuse  et  une  diminution  de  la masse  osseuse.  La 
plupart des patients présente une mutation de l’un des deux gènes codant pour la chaine α 
du collagène de type 1 (COL1A1 et COL1A2) (Rauch and Glorieux, 2004). 
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La prévalence de l’OI est de 6‐7/100  000 (Steiner et al., 1993). Du fait de l’extrême 
variabilité  des  tableaux  cliniques,  de  nombreux  auteurs  ont  proposé  des  classifications. 
Celle  proposée  par  Sillence  en  1979  reste  la  plus  utilisée  (Sillence  et  al.,  1979).  Cette 
classification comprend 4 classes (I‐IV) et des sous classes radiologiques de la classe II : A, B 
et C. La classification repose sur des données cliniques et sur le mode de transmission. La 
découverte de patients atteints d’OI sévère et ne présentant pas de trouble du collagene de 
type I a conduit à revoir la classification (Wallis et al., 1993). Ainsi en 2004 sous l’impulsion 
du Lancet un séminaire a proposé de rajouter les classes V à VII (Rauch and Glorieux, 2004). 
La  classe  V  comprend  les  patients  présentant  une  OI  non  associée  à  une  mutation  de 
COL1A1/2 probablement de transmission autosomale dominante. La classe VI se définit par 
des éléments histologiques   qui ont permis de reclasser des patients auparavant de classe 
IV mais sans anomalie du collagène à l’électrophorèse. La classe VII est caractérisée par une 
perte de  fonction de CRTAP (cartilage associated protein)  (Morello et al., 2006). En 2007 
une classe VIII est répertoriée en se basant sur une mutation de LEPRE1 de transmission 
autosomale récessive  létale  (Cabral et al., 2007). En 2010 Van Dijk et al. ont proposé une 
classification  synthétisant  les  données  génétiques  en  conservant  les  classes  I  à  VI  et  en 
excluant les classes VII et VIII qui ne sont pas cliniquement différentiables des classes II‐IV 
(Tableau 3) (Van Dijk et al., 2010). 
 
La pathogénicité de l’OI est bien définie dans le cadre des mutations du collagène de 
type  I.  Une  mutation  affecte  un  résidu  glycine  du  COL1A1  ou  COL1A2  qui  modifie  la 
structure  en  triple  hélice  du  collagène  (deux  chaines  α1  et  une  chaine  α2).  Du  collagène 
normal et anormal sont alors produits par les cellules. En fonction de la chaine touchée, α1 
ou  α2,  de  la  position  sur  la  triple  hélice  de  la  mutation  et  du  type  de  substitution,  le 
phénotype variera de léger à létal (Rauch and Glorieux, 2004). 
L’insertion  d’un  codon  stop  conduit  la  plupart  du  temps  à  un  tableau  clinique 
modéré  de  classe  I.  Les  transcrits  étant  instables,  ils  sont  détruits  et  on  observe  un  taux 
réduit de production du collagène par  les  fibroblastes  (Willing et al., 1996).  Il est à noter 
cependant  que  les  études  portant  sur  les  fibroblastes  cutanés  ne  reflètent  pas  bien  les 
particularités de production du collagène par les ostéoblastes (Galicka et al., 2002).  
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D’autre part, les ostéoblastes présentant un défaut du collagène peuvent également 
présenter  des  anomalies  au  niveau  des  protéines  matricielles,  qui  interfèrent  avec  la 
formation et la qualité de la phase minérale du tissu osseux (Grzesik et al., 2002). Les os des 
patients  atteints  d’OI  ont  une  densité  de  minéralisation  supérieure  aux  contrôles  mais 
présentent  une  résistance  à  la  déformabilité  et  à  la  fatigue  inférieure,  les  os  sont 
« cassants »  d’où  une  des  appellation  de  la maladie  dite  des  «os  de  verre» (Jepsen  et  al., 
1997). 
 
Tableau 4 : classification des ostéogenèses imparfaites.  
Modifié d’après (Van Dijk et al., 2010) 
 
 
 
 
CLASSIFICATION  SIGNES CLINIQUES  GENE  TANSMISSON 
Type I  Déformation faible  COL1A1/2  AD 
A 
Fracture de cotes 
Important défaut de 
formation du fémur 
B 
Cotes normales/ 
fines 
Faible défaut de 
formation du fémur Type II 
Mort 
périnatale 
C 
Epaisseur variable 
des cotes 
Malformation de la 
scapula 
Déformation des os 
longs 
AD 
Type III  Déformation sévère  AD 
Type IV 
Déformation 
modérée 
COL1A1/2 
CRTAP 
LEPRE1 
AD 
Type V 
Déformation 
modérée 
Non déterminé  AD 
(Type VI) 
Déformation 
modérée à sévère 
Non déterminé  AR 
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Différents  signes  cliniques  sont  associés  à  l’OI  tels  que  la  présence  d’une 
dentinogénèse  imparfaite  ou  une  coloration  bleutée  des  conjonctives.  Ces  signes  sont 
toutefois retrouvés de façon inconstante et leur spécificité est discutable.  
La coloration bleutée des conjonctives est fréquemment retrouvée chez les nouveau‐
nés en bonne santé et ne peut donc être un élément positif du diagnostic. D’autre part,  la 
dentinogénèse  imparfaite  associée  à  l’OI  se  retrouve plus  au niveau des dents déciduales 
qu’au  niveau  des  dents  permanentes  (Petersen  and Wetzel,  1998)  et  pourrait  être  sous 
évaluée en l’absence d’observation ultra structurale (Lygidakis et al., 1996). 
 
Le diagnostic d’OI est  facilité par  l’existence d’antécédents  familiaux.  Il n’existe pas 
de consensus quant au degré minimum d’atteinte permettant de poser le diagnostic positif. 
Dans ces situations, l’analyse de la quantité et de la qualité de procollagène de type I issu de 
fibroblastes  cutanés  permet  d’obtenir  des  informations  utiles  au  diagnostic.  Une  autre 
approche consiste à extraire  l’ADN des  leucocytes et à rechercher des mutations touchant 
les régions codantes pour COL1A1 et COL1A2. 
 
L’approche thérapeutique des patients est pluridisciplinaire et associe un traitement 
médical, de  la physiothérapie et de  la  chirurgie orthopédique à visée  thérapeutique et de 
réhabilitation. L’objectif est de favoriser la mobilité afin de prévenir des contractures et une 
perte osseuse du fait de l’immobilité. Des orthoses sont utilisées dans les phases précoces 
de mobilisation. Les os longs peuvent être maintenus par des inserts intramédullaires pour 
permettre la marche et la position debout. (Zeitlin et al., 2003). 
 
Le traitement médical cherche à résoudre le problème de la fragilité osseuse mais le 
pronostic reste incertain. Plusieurs protocoles ont été rapportés sans véritable amélioration 
clinique. En 1987, Devogelaer et al. ont proposé un traitement à base de pamidronate de la 
famille des bisphosphonates (Devogelaer et al., 1987). Les bisphosphonates sont des agents 
anti  résorption  dont  le  mécanisme  d’action  est  mal  défini  et  diffère  en  fonction  de  leur 
structure  chimique  (Fig.  12).  Ils  peuvent  interférer  avec  la  synthèse  du  mevalonate 
nécessaire à la voie de synthèse du cholestérol dans les ostéoclastes (Fisher et al., 1999).  
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In vitro,  les bisphophonates s'absorbent sur les cristaux de phosphate de calcium et 
inhibent  leur dissolution.  In vivo,  les bisphosphonates  s'absorbent  sur  l'hydroxyapatite,  et 
inhibent  l'activité des ostéoclastes,  en général  sans  réduire  leur nombre ou en  favorisant 
leur apoptose (Russell, 2011).  
 
 
FIGURE 12 : MECANISMES D'ACTION DES BISPHOSPHONATES. 
D’après (Russell, 2011) 
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3.7. PLACE DE LA SOURIS FRO DANS LA CLASSIFICATION DES OI 
 
Sillence  a  proposé  de  classer  les  souris  fragilitas  ossium  comme  un  modèle  murin 
mimant une OI de type II sous‐classe A pour les souris mortes en périnatal et une OI de type 
III pour les souris viables (Sillence et al., 1993).  
Cependant la mutation observée chez les souris fro/fro ne porte pas sur le collagène qui 
semble normal. Il conviendrait donc peut être de replacer les souris fro dans le type VI de la 
nouvelle classification (Van Dijk et al., 2010). La transmission est en effet récessive, et  les 
déformations varient de sévères à modérées.  
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OBJECTIFS DE L'ÉTUDE 
 
Les  sphingolipides  occupent  une  place  très  importante  dans  la  signalisation 
cellulaire de par leur place majeure dans la composition des structures cellulaires, leur rôle 
de  seconds  messagers  ou  leur  fonction  d’adaptateur.  Ce  rôle  se  retrouve  associé  à  des 
réponses  cellulaires  telles  que  l’apoptose,  la  prolifération  cellulaire  et  la  différenciation 
cellulaire, qui sont des évènements clés dans le développement des organismes vivants. Ces 
processus  cellulaires  interviennent  dans  l’embryogénèse,  l’homéostasie  tissulaire  et  sont 
des moyens de lutte contre l’apparition de phénomènes tumoraux.  
La  souris  fro/fro  présente  un  phénotype  particulier  dont  l’origine  semble  être  un 
défaut  d’activité  enzymatique  de  la  nSMase2.  L’absence  de  fonction  de  cette  protéine  est 
associée  à  un  phénotype  de  type  OI,  caractérisé  cliniquement  par  une  petite  taille,  de 
nombreuses fractures et une malformation des hanches et des os longs.  
Alors  que  le  rôle  des  sphingolipides  dans  l’apoptose  est  généralement  bien  admis 
l'implication des sphingolipides dans l'ostéogenèse n'est pas connue.  
Cependant la nature précise de la SMase (SMase acide, nSMase2) impliquée dans les 
mécanismes d’apoptose est actuellement discutée, et pourrait dépendre du type cellulaire 
et du stress proapoptotique. Dans l'hypothèse ou la nSMase2 est impliquée dans l'apoptose, 
les souris fro/fro déficientes en activité nSMase2 devraient résister plus longtemps que les 
souris  sauvages  à  la  toxicité  d'agents  tels  que  le  TNF‐α  dont  l'injection  induit  une 
insuffisance hépatique léthale. 
 
Les objectifs de ce travail de thèse concernent 1/ le rôle mitogène ou apoptotique de 
la  nSMase2  sous  l'effet  d'agents  de  stress  dans  les  cellules  mésenchymateuses,  2/  la 
résistance des  souris  fro/fro  à  la mort par  insuffisance hépatique  induite par  injection de 
cytokines  telles  que  le  TNF‐α,  3/  le  rôle  de  la  nSMase2  et  des  sphingolipides  dans 
l'ostéochondrogenèse. 
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MATÉRIELS ET MÉTHODE 
 
PRODUITS ET RÉACTIFS 
La  [3H]  thymidine  (79 Ci/mmol)  et  la  (choline‐methyl‐14C)  sphingomyéline  sont  obtenus 
chez  Perkin  Elmer  (Wellesley,  US).  Le RPMI  1640, D‐MEM + Glutamax,  le  sérum de  veau 
fœtal, ainsi que la Trypsine‐EDTA 1X proviennent de Gibco (Invitrogen, France). Le TNF‐α 
humain  recombinant  vient  de  chez  Abcys  (Annecy,  France).  Ac‐Asp‐Glu‐Val‐Asp‐
aminomethylcoumarine  (Ac‐DEVD‐  AMC)  sont  obtenus  chez  Bachem  (Voisins‐Le‐
Bretonneux, France). L’anti Caspase‐3 est fourni par Cell Signaling (Ozyme, Saint‐Quentin‐
en‐ Yvelines). Le α‐MEM, le GMEM, le sérum de veau fœtal,  la trypsine‐EDTA 1X ainsi que 
l'inhibiteur  de  nSMase,  GW4869,  proviennent  de  Gibco  (Invitrogen,  France).  Le  kit 
« SensoLyteTM  pNPP  Alkaline  Phosphatase  Assay »  est  de  AnaSpec  (Fremont,  USA).  L’ 
Alizarin  Red  S,  le  bleu  Alcian  Blue‐tetrakis  (methyl‐pyridium)  chloride  sont  fournis  par 
Sigma Aldrich (Lisle‐d’Abeau, France). Les autres produits et réactifs proviennent de Sigma 
Aldrich (Lisle‐d’Abeau, France) ou de VWR.  
 
ANIMAUX 
Les  souris  fro/fro  et  les  souris  sauvages  sont  issues  d’une  souche  commune  de  souris 
129/SV. Les souris fro/fro présentant une délétion du gène smpd3 sont génotypées par PCR 
en  utilisant  les  primers  suivants :  d5'‐GCCCGCAGCCATGTATAGTA‐3',  5'‐
CTCAATGGAGGGCACACAG‐3' and 5'‐CAGGTTTAGGGACCCTGACG‐3'.  
Les  animaux  sauvages  et  fro/fro  sont  hébergés  dans  des  conditions  stériles  en  portoir 
ventilé et reçoivent nourriture et eau ad libitum. Un cycle jour/nuit de 12h est maintenu au 
sein du service de zootechnie de l'institut (IFR‐150, Toulouse, France).  
Les LDL humaines (d 1.019‐1.063) sont isolées par ultracentrifugation d’un pool de sérum 
frais. Après dialyse et stérilisation, elles sont oxydées par ajout de cuivre et exposition aux 
UV pendant 2h (Negre‐Salvayre et al., 1990). 
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MODÈLE D’ATTEINTE HÉPATIQUE CHEZ LA SOURIS 
A l’âge de 7‐10 semaines, les animaux (poids de 25‐30g) reçoivent une injection péritonéale 
unique  de  D‐galactosamine  (800mg/kg ;  Sigma)  suivie  d’une  injection  intraveineuse  de 
TNF‐α humain recombinant (40µg/kg ) dans un volume total de 0,1 ml de PBS contenant 
1% de BSA. Les souris sont sacrifiées pour analyses sous anesthésie. Une portion du  lobe 
droit du foie est utilisée pour l’histologie, le reste est congelé dans de l’azote liquide pour les 
analyses biochimiques. Le protocole expérimental N° 06/858/10/06 a été approuvé par le 
comité d’éthique de l’institut sur l’expérimentation animale. 
 
CULTURE CELLULAIRE 
Les  cultures  primaires  de  fibroblastes  sont  obtenues  à  partir  de  biopsies  cutanées  de 
nouveau‐nés  sauvages  et  fro/fro.  Les  échantillons  cutanés  sont  désépaissis  et  placés  face 
dermique vers le bas dans des boites de Petri. Après 15 min de contact avec les boites, du 
DMEM  contenant  20%  de  sérum  de  veau,  de  pénicilline,  de  streptomycine  et 
d’amphotéricine A est ajouté. Après 1 à 3 semaines de culture à 37°C/ 5% CO2, les cellules 
se  sont  spontanément  immortalisées.  L'activité  nSMase2  basale  reste  stable  dans  les 
fibroblastes immortalisés issus de souris sauvages ou fro/fro. Les cellules sont cultivées en 
routine en milieu D‐MEM supplémenté à 10% de  sérum de veau fœtal. 
Avant  les  expérimentations,  les  cellules  sont  privées  pendant  12h  par  culture  en  milieu 
RPMI‐1640 sans sérum de veau fœtal. 
La lignée cellulaire des pré‐ostéoblastes MC3T3‐E1 (mouse calvaria derived cell line) a été 
obtenue de CDC (Atlanta). Les cellules MC3T3‐E1 sont cultivées à 37°C dans du milieu α‐
MEM supplémenté en sérum de veau fœtal à 10%, et des antibiotiques (100U/ml pénicilline 
et 100 μg/ml streptomycine). 
Les cellules souches mésenchymateuses sont  issues de  la moelle osseuse extraite à partir 
des os longs (fémur et tibia), de souris sauvages et fro/fro, dans les conditions décrites par 
(Van  Vlasselaer  et  al.,  1994).  Les  cellules  sont  cultivées  à  37°C  dans  un  milieu  α‐MEM 
supplémenté en sérum de veau  fœtal à 10% et   par 10 U/ml de pénicilline, 10 mg/ml de 
streptomycine,  0,3  μg/ml  d’amphotéricine  B,  5  μg/ml  de  gentamycine.  et  2mM  de  L‐
glutamine.  
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La différenciation et la minéralisation sont induites par addition d’agents de différenciation 
:  acide  ascorbique  (50µg/ml),  β  glycérophosphate  (2mM)  et  dexaméthasone  (1ng/ml) 
durant respectivement 7, 15 et 21jours. 
 
TRANSFECTION CELLULAIRE PAR VECTEUR OU PAR SIRNA 
Les plasmides codent pour la V5‐nSMase2 (Marchesini et al., 2003a). Le cDNA est transfecté 
dans  les  fibroblastes  fro/fro  à  l’aide  d’un  vecteur  d’expression  pEF6/V5‐His.  Les 
transfections stables sont sélectionnées par pression de sélection en ajoutant 10µg/ml de 
blasticidine  (Invitrogen) au milieu de  culture. 6  colonies  indépendantes  sont prélevées et 
cultivées  dans  des  boites  séparées.  Après  mesure  de  l’activité  nSMase,  trois  clones 
exprimant une activité 3 fois plus forte que celle retrouvée dans les fibroblastes contrôles 
sont sélectionnés. Des cellules sont également transfectées à  l’aide d’un vecteur pEF6/V5‐
His  vide  afin  d’être  utilisées  comme  contrôle.  Elles  ne  présentent  pas  d’augmentation  de 
l’activité basale ou induite de nSMase. Pour maintenir la pression de selection,  les cellules 
transfectées sont traitées par blasticidine tous les 6 passages. 
Le  « small  interfering »  RNA  (siRNA)  (Marchesini  et  al.,  2004)  codant  pour  la  nSMase2 
humaine  (séquence  AAtgctactggctggtggacc)  provient  de  Eurogentec,  Belgique.  Les 
fibroblastes sont transfectés en utilisant 20 μM de siRNA dans du milieu Optimem (Gibco) 
mixé avec de la lipofectamine (Invitrogen). 
 
MESURE DE L’ACTIVITÉ SMASE NEUTRE 
La mesure de l’activité SMase neutre est réalisée selon la méthode publiée par Wiegmann et 
Krönke  (Wiegmann  et  al.,  1994).  Après  stimulation  par  les  différents  agents,  les  cellules 
sont  lavées  dans du PBS  froid  (4°C),  récupérées  puis  homogénéisées  par  sonication dans 
0,5ml de tampon contenant 20mM d’Hepes pH 7.4, 10mM de MgCl2, 2mM d’EDTA, 10mM de 
ßglycérophosphate, 0,1% de triton X‐100, 0,1mM de Na3VO4, 0,1mM de Na2MoO4, 5mM de 
dithiotréitrol  (DTT),  750µM d’ATP,  1mM de phénylméthylsulfonyl  fluoride  (PMSF),  10µM 
de leupeptine et 10µM de pepstatine. 
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 L’essai enzymatique est réalisé par le mélange de 100µL d’homogénat cellulaire à 100µL de 
substrat contenant la [choline‐methyl‐14C] sphingomyéline (120 000 dpm par essai)  et 20 
mmoles de sphingomyéline non marquée dans une solution contenant 0,1% Triton X‐100, 
20mM Hepes pH 7.4, 1mM MgCl2.  
Après deux heures d’incubation à 37°C ,300µl d’eau distillée sont ajoutés et une extraction 
chloroforme/méthanol  est  réalisée  afin  de  récupérer  la  [methyl‐14C]  choline.  La 
radioactivité est alors mesurée par scintillation après addition de solution de scintillation. 
La  sphingomyéline  cellulaire est  radiomarquée par pré‐incubation avec de  la  (methyl‐3H) 
choline pendant 48h. 
 
ÉVALUATION DE LA PROLIFÉRATION CELLULAIRE  
 
MARQUAGE À LA [3H]  THYMIDINE 
La synthèse d’ADN est évaluée par la mesure de l’incorporation de [3H] Thymidine après 48 
h  de  stimulation.  Les  cellules  sont  marquées  pendant  16h  à  la  thymidine  radioactive 
(0,5µCi/mL) à 37°C. A la fin, les cellules sont lavées 2 fois au PBS froid. Après précipitation à 
l’Acide TrichloroAcétique 5%, pendant 30 minutes 4°,  le précipité est solubilisé par NaOH 
1N  pendant  2h  à  température  ambiante.  La  radioactivité  de  la  solution  est mesurée  par 
comptage à scintillation. 
 
SYTO 13/ IODURE DE PROPIDIUM (IP) 
Le Syto 13 et l’iodure de propidium sont deux agents intercalant de l’ADN. Le Syto 13 est un 
agent  perméant  qui  permet  de  marquer  en  vert  les  noyaux  cellulaires.  L’analyse  de  la 
morphologie  cellulaire  et  nucléaire  permet  de  caractériser  les  phases  d’apoptose  ou  de 
nécrose.  La  discrimination  entre  cellule  viable  et  cellule  en  apoptose primaire  se  fait  par 
l'observation de la condensation nucléaire des cellules en apoptose. L’iodure de propidium 
est une sonde non perméante qui colore en rouge les noyaux des cellules nécrotiques ou en 
nécrose  post  apoptotique.  En  effet,  dans  ces  cellules,  les  membranes  cellulaires  et 
nucléaires étant altérées, la sonde peut aisément se fixer à l’ADN. Le Syto 13 est utilisé à la 
concentration finale de 0,6µM, l’iodure de propidium à la concentration final de 15µM. 
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Après stimulation et/ou traitement,  les cellules sont incubées 30 minutes avec le mélange 
Syto13/IP, lavées au PBS, puis une observation au microscope à fluorescence est réalisée. 
 
CYTOMÉTRIE DE FLUX 
L’exposition de la phosphatidylsérine sur le versant externe de la membrane plasmique est 
évaluée  après marquage  des  cellules  à  l’annexine  V.  Les  cellules  témoins  et  traitées  sont 
récupérées  par  trypsination  pendant  30s  et  reprises  dans  un  mélange  de  D‐MEM  et  de 
sérum  de  veau  fœtal  (10%)  en  présence  d’annexine  V  conjuguée  au  fluorescéine 
isothiocyanate  et  iodure  de  propidium  pendant  10 min  à  4°C    (Apoptosis  Detection  Kit ; 
R&D Systems)(Annexin V‐FLUOS Kit ; Roche, Manheim, Allemagne). 
Le pourcentage de cellules marquées est évalué par cytométrie en flux à l’aide du FACScan 
(BD Biosciences). Les cellules sont marquées à  l’iodure de propidium afin de s’assurer de 
l’intégrité  membranaire  des  cellules  et  de  distinguer  ainsi  les  cellules  nécrotiques  des 
cellules vivantes ou en cours d’apoptose. 
L’analyse des données est réalisée à l’aide du logiciel Cell Quest (Becton Dickinson). 
WESTERN BLOT 
Les  cellules  sont  lavées  deux  fois  avec  du  PBS,  et  homogénéisées  dans  du  tampon  de 
phosphorylation  contenant  1mM  de  NaVO4,  2µg/mL  de  leupeptine,  1mM  de  PMSF  et 
10µg/mL d’aprotinine. Après rapide centrifugation (1minute à 1500rpm), le culot cellulaire 
est repris dans 100µL de tampon d’extraction constitué de 50mM de Tris‐HCl, pH 7.4, 250 
mM  de  NaCl,  5mM  d’EDTA,  1%  de  Triton  X100,  0,5%  DOC,  10%  glycérol,  1mM  NaVO4, 
10mM  de  ß‐glycérophosphate,  50mM  de  NaF,  1mM  de  PMSF,  10µg/ml  de  leupeptine,  et 
10µg/ml de pepstatine, puis  lysé dans  la glace pendant 30 minutes. Les homogénats sont 
ensuite  centrifugés  (13  000  rpm/minutes  pendant  10 minutes  à  4°C).  Le  surnageant  est 
prélevé,  un  dosage  protéique  réalisé.  Pour  chaque  échantillon  40µg  de  protéines  sont 
déposés.  
Avant  le  dépôt  sur  gel,  la  quantité  de  surnageant  nécessaire  pour  le  dépôt  de  40µg  de 
protéine est repris dans du tampon de dénaturation (62,5 mM Tris‐HCl, pH 6.8, 2% de SDS, 
10%  de  glycérol,  0,04%  de  bleu  de  Bromophénol  et  4%  de  ß‐mercaptoéthanol)  puis 
chauffés 5 minutes à 95°C. 
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L’électrophorèse sur gel de polyacrylamide permet la séparation des protéines en fonctions 
de leur taille, donc de leur masse moléculaire. Nous avons utilisé des gels contenant 10 ou 
12%  de  polyacrylamide  en  fonction  de  la  taille  des  protéines  à  séparer.  Une  fois  la 
migration  de  l’échantillon  dans  le  gel  réalisée,  les  protéines  sont  électrotransférées  sur 
membrane  de  PVDF  (au  préalable  humidifiée  par  un  bain  de  méthanol  (5  minutes)  en 
milieu liquide pendant 2h sous 220mA. Une saturation des sites non spécifique est réalisée 
par incubation de la membrane dans du PBS contenant 5% de BSA et 0,1% Tween 20 (pH 
7,4) pendant deux heures sous agitation. La membrane est ensuite incubée sous agitation à 
4°C avec l’anticorps primaire (les dilutions de l’anticorps primaire dépendent des données 
du  fournisseur,  habituellement  1/2000ème)  dilué  dans  du  PBS,  0,1%  Tween  20.  Après  5 
lavages de 10 minutes dans du PBS, 0,1% Tween 20 à température ambiante, la membrane 
est  incubée  1heure  à  température  ambiante  avec  l’anticorps  secondaire  couplé  à  la 
peroxydase  (dilué au 1/5000ème dans du PBS, 0,1% Tween 20)   puis  lavée 5  fois  avec du 
PBS, 0,1% Tween 20 à température ambiante. 
La fixation protéine ‐ anticorps primaire ‐ anticorps secondaire couplé à la peroxydase est 
révélée par chimiluminescence (ECL, Pierce) en mélangeant volume à volume la solution de 
peroxyde et la solution Luminol/Enhancer. 
 
DOSAGE DE L’ACTIVITÉ DES CASPASES : ESSAI ENZYMATIQUE DEVDASE  
L’activité DEVDase des caspases est mesurée en utilisant un substrat fluorescent l’Ac‐DEVD‐
AMC (N‐acetyl‐Asp‐Glu‐Val‐Asp‐7‐amino‐4methylcoumarine) 
Les culots cellulaires sont  lysés dans 250 μl de tampon de  lyse contenant 10 mM d’Hepes 
(pH  7,4),  42  mM  de  KCl,  5mM  de  MgCl2,  1mM  de  DTT,  0,5%  de  CHAPS,  1mM  de 
phenylmethylsulfoniyl  et  2μg/ml  de  leupeptine,  puis  soniqués.  Le  lysat  est  centrifugé  à 
10000 rpm pendant 5 minutes à 4°C. 100 μl du surnageant obtenu (extrait protéique) sont 
incubés  avec  100  μl  d’une  solution  contenant  20  μmol/L  d’Ac‐DEVD‐AMC  pendant  30 
minutes  à  l’obscurité  et  à  température  ambiante.  La  quantité  d’AMC  (7‐Amino‐4‐
methylcoumarin)  libéré  consécutivement  à  l’action  des  caspases  est  déterminée  par 
spectrofluorimétrie (λ excitation = 355 nm ; λ émission = 440 nm).  
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IMMUNOCYTOCHIMIE 
Les cellules sont cultivées à 50% de confluence sur des lamelles de verre. Après stimulation, 
les cellules sont fixées au paraformaldéhyde 3% pendant 15 min, rincées deux fois au PBS 
froid, puis perméabilisées à l’aide d’une solution de triton 0,1%. Une saturation est ensuite 
réalisée par incubation des lamelles dans une solution de PBS 5% lait, puis l’incubation avec 
l’anticorps primaire est réalisée pendant 1h heure à température ambiante et 3 lavages de 
20  minutes  sont  ensuite  réalisés.  L’anticorps  secondaire  fluorescent  est  alors  déposé 
pendant 1h  à  température  ambiante. Après 3  lavages de 20 minutes  au PBS,  les  lamelles 
sont  montées  sur  lames  avec  une  goutte  de  Fluoprep  et  visualisées  au  microscope  à 
fluorescence. 
 
HISTOLOGIE  
Les  échantillons  de  foie  de  souris  contrôle  et  fro/fro  traitées  ou  non  par  le  TNF‐α  sont 
paraffinés  puis  des  lames  de  4µm  d’épaisseurs  sont  réalisées  au  microtome.  Avant 
utilisation, les lames sont déparaffinées par bains successifs de toluène, puis réhydraté par 
bains successifs décroissant en éthanol (100°, 90, 80, 70) puis un dernier bain dans de l’eau 
distillé est réalisé. Une coloration à l’hématoxyline/éosine est réalisée afin de quantifier la 
nécrose hépatocellulaire. 
Après avoir prélevé  les  fémurs et tibias de souris sauvages et  fro/fro,  les éléments osseux 
sont  fixés dans  le  liquide Bouin  (mélange d’acide picrique, de  formol  et d’acide acétique) 
(collaboration  avec  le  Service  d’Anatomie  pathologique  et  histologie‐cytologie  CHU 
Rangueil, Toulouse, France). Les prélèvements sont déshydratées dans des bains d’alcool à 
concentration croissante puis décalcifiées dans de l’acide formique. Après un passage dans 
le xylène, les échantillons sont inclus dans de la paraffine. Des sections de 4μm d’épaisseur 
sont  faites  au microtome,  étalées  sur  des  lames de  verre  et  colorées  à  l‘HES  (hématéine‐
éosine‐safran) et observées en microscopie optique (MO). 
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MESURE DE L’ACTIVITÉ DE LA PHOSPHATASE ALCALINE (PAL) 
L’activité de la phosphatase alcaline est mesurée sur les MC3T3‐E1 stimulés avec les agents 
de différenciation en présence ou non du Ro28‐2653 (100nM), du GW4869 (5 µM) et du C2‐
céramide  (1µM) en utilisant  le    kit  «sensolyteTM   pNPP alkaline phosphatase Assay Kit » 
d’Anaspec. L’hydrolyse  du substrat pNPP par la phosphatase alcaline induit la libération de 
pNitrophénol dont l’intensité est mesurée à 410nm par spectrophotométrie. La mesure de 
DO obtenue est proportionnelle à l’activité de la phosphatase alcaline. 
 
DÉTECTION DE LA MINÉRALISATION DE LA MATRICE EXTRA CELLULAIRE  
Les cellules sont stimulées durant 21 jours avec les agents de différenciation en présence ou 
non du Ro28‐2653 puis    fixées dans de  l’éthanol  froid à 70% pendant 1 h. Après  rinçage 
avec de l’eau distillée, le calcium est coloré au rouge alizarine (40 mM, pH 4.2)  pendant 10 
min à température ambiante. Les cellules sont lavées dans de l’eau distillée pendant 15 min 
pour retirer l’excès de marquage. 
 
RT‐PCR QUANTITATIVE 
Les ARNs totaux issus des différentes cellules sont extraits au Trizol® puis rétro‐transcrits 
avec des amorces d’oligo dT.  
Le  niveau  d’expression  des  gènes  de Runx2,  d’ostérix,  de  l’ostéocalcine,  l’ostéopontine  et 
BSP (bone sialo protein), Col2a1, est ensuite analysé par PCR quantitative en utilisant  les 
amorces suivantes :  
Pour  runx2  sens  5’‐TCTGGCGTTTAAATGGTTAATCTC‐3’  et  antisens  5’‐
CCCTCTGTTGTAAATACTGCT‐3’,  ostéorix  sens  5'‐CTGGAGAGGGAAAGGGATTC  et  antisens 
5'‐TGGGGATCTTAGTGACTGCC‐3',  ostéocalcine   sens  5'‐CTGGCTGCGCTCTGT‐3’et  antisens 
5'‐TTATTGCCCTCCTGCTT‐3',ostéopontine  sens  5'‐GCAAGAAACTCTTCCAAGCA‐3'  et 
antisens  5'‐AGATTCATCCGAGTCCACAG‐3',  BSP  sens  5'‐CACACCCCAAGCACAGA‐3’  et 
antisens 5'‐GTCGCTTTCCTTCACTTTT‐3'.  
Le gène de la β‐actine est utilisé comme gène de référence. Les amorces sont : β‐actine sens 
5’‐TGTTACCAASTGGGACGACA‐3’ et antisens 5’‐AAGGAAGGCTGGAAAAGAGC‐3’. 
L’amplification des cDNA est suivi par mesure de la fluorescence du  SYBR Green®.  
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BIOPUCE 
 
Les  ARN  totaux  ont  été  extrait  par  une méthode  au  Phénol‐chloroforme  (Trizol  Reagent 
d'Invitrogen)  à  partir  d'os  de  souris  fro  et  sauvages  de moins  de  10  jours. Des  contrôles 
qualité  ont  été  réalisés  sur  puces  RNA  6000  Lab‐on‐Chip  d'  Agilent  et  sur  le  Nanodrop 
permettant  une  validation  qualitative  et  quantitative  des  ARNs.  Les  marquages  ont  été 
réalisés  avec  le  kit  ChipShot  Direct  Labeling  and  Clean‐Up  System  de  Promega  et  les 
hybridations  ont  été  réalisées  par  la  Plate‐forme  Biopuce  de  Genotoul  sur  des  puces 
produites  par  le  service  de  génomique  fonctionnelle  du  CEA  d'Evry  regroupant  des 
oligonucléotides  correspondants  à  28123  transcrits  actifs  chez  la  souris.  Les  analyses 
bioinformatiques ont été réalisées avec les logiciels Bioplot® et Ingenuity® 
 
ANALYSES STATISTIQUES 
Toutes  les  données  sont  exprimées  en moyenne  +/‐  SD.  La moyenne  est  réalisée  sur  au 
moins  quatre  expériences  différentes.  Les  points  stimulés  sont  comparés  aux  points 
contrôles respectifs, et les calculs statistiques des différences de moyennes sont réalisés par 
l’utilisation du Test ANOVA, ou du  test de Student  t. Une valeur de p<0,05 est considérée 
comme statistiquement significative. 
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RÉSULTATS EXPÉRIMENTAUX 
1ÈRE PARTIE. 
1. STRESS-INDUCED SPHINGOLIPID SIGNALING: ROLE OF TYPE-2 NEUTRAL 
SPHINGOMYELINASE IN MURINE CELL APOPTOSIS AND PROLIFERATION 
 
Devillard R, Galvani S, Thiers J-C, Guenet J-L, Hannun Y, Bielawski J, Negre-Salvayre A, 
Salvayre R, Auge N. 2010  
PLoS ONE 5(3) 
 
1.1. INTRODUCTION 
Le  modèle  murin  « fragilitas  ossium »  associe  un  phénotype  d’ostéogénèse  et  de 
dentinogénèse imparfaite particulier non lié au déficit en collagène 1 (Guenet et al., 1981; 
Muriel  et  al.,  1991).  Ce  phénotype  est  lié  à  une mutation  du  gène  smpd3  codant  pour  la 
sphingomyélinase neutre de type 2 (Aubin et al., 2005).  
La  sphingomyéline  est  un  sphingolipide  participant  à  la  composition  des  parois 
membranaires et est hydrolysée par les sphingomyélinases en céramide et phosphocholine 
(Hannun and Obeid, 2008a). 
Le  céramide  et  son  métabolite,  la  sphingosine,  sont  des  agents  pro‐apoptotiques 
alors que la sphingosine‐1‐phosphate a des effets opposés,  impliqués dans la prolifération 
et la survie cellulaires (Hannun and Obeid, 2002). La nature de la sphingomyélinase acide 
ou  neutre  impliquée  dans  la  génération  de  céramide  apoptotique,  est  actuellement 
débattue. La nSMase2 est activée par les agents de stress (cytokines, stress oxydant), et il a 
été  démontré  au  sein  de  notre  laboratoire  que  l’activation  de  la  nSMase2  par  les  LDL 
oxydées et le TNF‐α  dépend de l’activation des métalloprotéases MT1‐MMP et MMP2 (Auge 
et  al.,  2002).  Le  complexe  MMP/nSMase2  serait  plutôt  impliqué  dans  la  prolifération 
cellulaire (Auge et al., 2002). 
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L’objectif  de  cette  première  partie  a  été  d’étudier  le  rôle  de  la  nSMAse2  dans  la 
réponse apoptotique et proliférative induite par les LDL oxydées et le TNF‐α en utilisant la 
la souris fro/fro  comme modèle animal de fibroblastes déficients en activité nSMase2. 
 
 
1.2. RÉSULTATS 
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Stress-Induced Sphingolipid Signaling: Role of Type-2
Neutral Sphingomyelinase in Murine Cell Apoptosis and
Proliferation
Raphael Devil lard1,3, Sylvain Galvani1,2, Jean-Claude Thiers1,2, Jean-Louis Guenet 4, Yusuf Hannun5,
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Abst ract
Background: Sphingomyelin hydrolysis in response to stress-inducing agents, and subsequent ceramide generation, are
implicated in various cellular responses, including apoptosis, inflammation and proliferation, depending on the nature of
the different acidic or neutral sphingomyelinases. This study was carried out to investigate whether the neutral Mg2+-
dependent neutral sphingomyelinase-2 (nSMase2) plays a role in the cellular signaling evoked by TNFalpha and oxidized
LDLs, two stress-inducing agents, which are mitogenic at low concentrations and proapoptotic at higher concentrations.
Methodology and Principal Findings: For this purpose, we used nSMase2-deficient cells from homozygous fro/fro (fragilitas
ossium) mice and nSMase2-deficient cells reconstituted with a V5-tagged nSMase2. We report that the genetic defect of
nSMase2 (in fibroblasts from fro/fro mice) does not alter the TNFalpha and oxidized LDLs-mediated apoptotic response.
Likewise, the hepatic toxicity of TNFalpha is similar in wild type and fro mice, thus is independent of nSMase2 activation. In
contrast, the mitogenic response elicited by low concentrations of TNFalpha and oxidized LDLs (but not fetal calf serum)
requires nSMase2 activation.
Conclusion and Significance: nSMase2 activation is not involved in apoptosis mediated by TNFalpha and oxidized LDLs in
murine fibroblasts, and in the hepatotoxicity of TNFalpha in mice, but is required for the mitogenic response to stress-
inducing agents.
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Int roduct ion
Sphingomyelin (SM) is a ubiquitous component of eukaryotic
membranes, distributed mainly in the plasma membrane, which
contains more than 70–80% of total cellular SM. Sphingomyelin-
ases (SMases) hydrolyze the phosphodiester bond of sphingomy-
elin to generate phosphorylcholine and ceramide. Ceramides and
other metabolic derivatives (e.g. sphingosine and sphingosine-1-
phosphate) are lipid ‘‘second messengers’’ molecules involved in
the regulation of stress-induced cellular responses, including cell
differentiation, proliferation, adhesion and cell death [1,2].
Apoptosis is a key event in tissue development and in various
pathophysiological processes. The role of ceramide in apoptosis
[3] and the balance between ceramide and sphingosine-1-
phosphate have been largely investigated in various cell types
[4]. However, several waves of ceramide production are observed
during apoptosis and the mechanisms and roles of the specific
ceramide rise are still not well defined, as ceramide generation
may result from denovo synthesis or/ and SM degradation by acid
or neutral SMases (aSMase or nSMase) (nSMase being a generic
term for an indefinite neutral SMase) [2].
Neutral SMases (nSMases) are activated by a variety of stress-
inducing agents, including cytokines, oxidative stress (H2O2,
oxidized lipoproteins), UV radiation, chemotherapeutic drugs, b-
amyloid-peptides and lipopolysaccharide [5]. The mechanism of
nSMase regulation is only partly understood, although several
activators and regulators have been identified. Cytokine receptors
(e.g. TNF receptor, IL-1 receptor and Fas) and associated proteins
(e.g. FAN, RACK-1 and caveolin-1) have been shown to trigger
nSMase activation [5,6]. Reactive oxygen and nitrogen species,
GSH depletion, hydrogen peroxide and oxidative stress activate
nSMase, while antioxidants, such asreduced glutathione GSH and
coenzyme Q are inhibitory [5]. Variouscellular mediatorsregulate
nSMase activity including anionic phospholipids, protein kinases
phospholipase A2, caveolin, Bcl-2 and Bcl-xL and proteases
[5,7,8]. Considerable research on nSMase activation, regulation
and physiological functions have been carried out, but only little
information concerning the specific role of each nSMase is
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available, because of the relatively recent cloning of mammalian
nSMases. Several biological responses are associated to nSMase
activation, including inflammation, proliferation, differentiation,
cell growth arrest and apoptosis [5,6,9,10]. NSMase1, the first
cloned mammalian Mg2+-dependent nSMase, is localized in ER
and Golgi. However, nSMase1-knockout mice have no apparent
phenotype, nor lipid storage [5,11,12], though this enzyme could
activate a heat-induced and ceramide-mediated apoptotic signal-
ing pathway in zebrafish embryonic cells [13]. NSMase3 is
encoded by SMPD4. To date, its physiological role remains
unknown [14].
The Mg2+-dependent nSMase2, encoded by SMPD3, is
localized in the Golgi and the inner leaflet of the plasma
membrane and is implicated in signaling triggered by cytokines,
oxidative stress, amyloid b-peptide and endothelial nitric oxide
synthase regulation [15,16,17,18]. In MCF-7 cells, nSMase2 is
upregulated during cell growth and is required for confluence-
induced cell cycle arrest [9]. In smooth muscle cells and
fibroblasts, nSMase2 is required for mitogenic signaling and
DNA synthesis induced by TNFa and oxidative stress [7,8].
NSMase2 has been implicated in apoptosis induced by TNFa
associated with cycloheximide in MCF-7, by staurosporine or C2-
ceramide in neurotumor cell lines, and by H2O2 in human aortic
endothelial cellsand in airways epithelial cells [5]. The deletion in
smpd3 gene is associated with an osteogenesis imperfecta
phenotype in fragilitas ossium (fro) mice [19], while mice knock-out
for nSMase2 exhibit neonatal growth retardation associated with
chondrodysplasia [20]. Neither fro/ fro nor nSMase2-KO mice
exhibit any SM storage in brain and organs, and no defects of
apoptosis are observed in fro/ fro [19,20].
Stress-inducing agents such as TNFa and oxidized LDLs
(oxLDLs) trigger a huge variety of cellular responses, among them
proliferation, inflammatory signaling and apoptosis [21,22,23].
OxLDLsexhibit a clear biphasic effect, since low concentration of
oxLDLs is mitogenic, whereas higher concentration is toxic[24].
Both TNFa and oxLDLs trigger nSMase activation, SM
hydrolysis, and ceramide generation, potentially involved in
apoptotic signaling. Since the precise identity and roles of the
nSMase arenot clearly defined, thisstudy wasdesigned to evaluate
the role of nSMase2 in apoptosisand growth responses induced by
these two stress-inducing and cytotoxic agents in fibroblasts. The
use of nSMase2-deficient cells from fro/ fro mice, strongly suggests
that this nSMase is not necessary for TNFa and oxLDLs induced
apoptosis in these cells but is required in the mitogenic signaling
triggered by both agents.
Methods
Chemicals
[3H]Thymidine (79 Ci/ mmol), [methyl-3H]choline (70 Ci/
mmol) and [choline-methyl-14C] sphingomyelin (52 mCi/ mmol)
were from Perkin Elmer (Wellesley, US). RPMI 1640 containing
glutamax, DMEM, fetal calf serum (FCS) was from Invitrogen
(France). Human recombinant TNFa was from Abcys (Annecy,
France). Ac-Asp-Glu-Val-Asp-aminomethylcoumarin (Ac-DEVD-
AMC) was from Bachem (Voisins-Le-Bretonneux, France). Anti
Caspase-3 was from cell signaling (Ozyme, Saint-Quentin-en-
Yvelines). Other antibodies and reagents were obtained from
Sigma (Lisle-d’Abeau, France).
Animals and Treatments
The genetic background of fro/ fro and wt mice was 129/ SV.
Homozygous fro/ fro mice, harboring a truncating mutation in
nSMase2 and fragilitas ossium(fro) phenotype [19], were genotyped
by PCR, aspreviously described [19], using the following primers:
59-GCCCGCAGCCATGTATAGTA-39, 59-CTCAATGGAGG-
GCACACAG-39and 59-CAGGTTTAGGGACCCTGACG-39.
Wt and fro/ fro animals (10 wt and 10 fro/ fro, 5 males and 5
females in the TNFa-treated group) were housed under specific
pathogen-free conditions, maintained on a 12:12 h light-dark cycle
with lights on at 07.00, and free access to food and water (IFR-
150, Toulouse, France). At the age of 7–10 weeks, wt and fro/ fro
mice (weight , 25–30 g) were injected intraperitoneally with a
single dose of D-galactosamine (800 mg/ kg; Sigma) followed by
intravenous injection of murine recombinant TNFa (AbcysH)
(40 mg/ kg of body weight) in a total volume of 0.1 ml PBS
containing 1% bovine serum albumin. Mice were sacrificed under
anesthesia at designated time points for histology and biochemical.
The right lateral lobe of the liver was kept for histology, and the
remainder of the tissue was immediately frozen in liquid nitrogen
for biochemical analysis.
The experimental protocol (Nu 06/ 858/ 10/ 06) was approved
by the institutional ethical committee for animal experiments.
LDL preparation and oxidation
Human LDLs (d 1.019–1.063) were isolated from pooled fresh
sera by sequential ultracentrifugation, dialyzed, sterilized by
filtration, and oxidized by UV-C irradiation. Mildly oxLDLswere
obtained by UV oxidation as previously described [24].
Cell Culture
Primary cultures of fibroblasts were obtained by skin biopsies
from newborn control and fro/ fro mice. Briefly, skin samples were
minced and put in Petri dishes, dermis facing down. After 15 min.
of dry contact with the dishes, DMEM culture medium containing
20% FCS/ penicillin/ streptomycin/ amphotericin A was added,
and theskin preparation wascultured at 37uC/ 5%CO2. After 1 to
3 weeks, cells growing around the tissue pieces were expanded,
and rapidly underwent spontaneous immortalization, asfrequently
reported for primary rodent cells [25]. NSMase2 activity of
immortalized fibroblasts was similar to that of the respective
(‘primary’ non immortalized) early passages of cultured fibroblasts
and was stable over the successive passages (in particular, the
severe deficiency of nSMase2 activity remained unchanged in fro/
fro cells).
Control (wt) or fro/ fro fibroblasts were routinely grown in
DMEM supplemented with 10% heat-inactivated fetal calf serum
(FCS). Before the addition of stress-inducing agents, cells were
starved overnight in serum-free RPMI-1640 (because the toxicity
of oxLDLs is higher in this medium).
Cell transfection
Plasmid containing murine V5-nSMase2 (V5-tagged smpd3) [9]
cDNA was transfected into fro/ fro fibroblasts as previously
described [8]. Briefly, V5-tagged nSMase2 cDNA cloned into
the eukaryotic expression vector pEF6/ V5-His was transfected
into fro/ fro fibroblasts by using Lipofectamin reagent (Invitrogen),
as reported [8]. Stable transfectants were selected by adding
10 mg/ ml blasticidin (Invitrogen) to the culture medium. 6
independent colonies were picked up and cultured in separate
wells, and the nSMase activity was quantified. Three clones
expressing nSMase activity at least 3 times higher than wt
fibroblasts were selected: in the paper the experiments were
performed with ‘fro-V5smpd3 clone 3’. Mock-transfected fro/ fro
cells were prepared with the empty pEF6/ V5-His vector, and did
not exhibit any increased nor stimulable nSMase activity, and
were used as control. In order to maintain the selection pressure,
NSMase-2 and Apoptosis
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the transduced cells were treated again by blasticidin, every 6
passages.
Determination of nSMase activity and cellular
sphingomyelin hydrolysis
The activity of nSMase was determined in cell extracts (100 mg
protein) in the presence of radiolabeled [choline-methyl-14C]-
sphingomyelin and unlabeled sphingomyelin, as previously
reported [26]. Briefly, cells were harvested and homogenized by
sonication in 0.1% Triton X-100, 10 mM MgCl2, 5 mM
dithiothreitol, 0.1 mM Na3VO4, 10 mM glycerophosphate,
750 mM ATP, 1 mM PMSF, 2 mM EDTA, 10 mM leupeptin,
and 10 mM pepstatin. Then, 100 ml of substrate containing
[choline-methyl-14C]sphingomyelin (120,000 dpm/ assay) and
20 nmoles of unlabelled sphingomyelin/ assay in 0.1% Triton X-
100, 20 mM HEPES buffer, pH 7.4, containing 1 mM MgCl2
wasadded to 100 ml of cell homogenate. After 2 h of incubation at
37uC, the liberated [methyl-14C]choline waspartitioned under the
previously used conditions [26] and determined by liquid
scintillation counting.
Cellular sphingomyelin was radiolabeled by preincubating cells
with [methyl-3H]choline for 48 hours. After treatment with stress
agents, the level of radiolabeled sphingomyelin was quantified, at
the indicated time, under the previously used conditions [26].
Sphingolipid content analysis
Sphingolipids were extracted with chloroform/ methanol from
control and TNFa or oxLDLs-stimulated wt and fro/ frofibroblasts,
and from wt and fro/ fromice liversinjected with TNFa. Aliquotsof
lipid extracts were used for determining total phospholipid and
sphingomyelin contents by measuring inorganic phosphorus
before and after mild alkaline methanolysis[26]. The ceramide
and S1P contents were determined by HPLC, as reported [27].
DNA synthesis, cell viability and apoptosis
DNA synthesis was evaluated by [3H]thymidine incorporation
under previously described conditions [8].
The overall toxicity was evaluated by the MTT assay[24].
Apoptotic/ necrotic cells were counted by fluorescence micros-
copy after staining by fluorescent DNA intercalating agents
SYTO-13 and propidium iodide (PI) [28]. Briefly, cells grown in
6-multiwell plates were incubated with the permeant DNA
intercalating green fluorescent probe SYTO-13 (0.6 mM) and the
non permeant DNA intercalating red fluorescent probe PI
(15 mM), using an inverted fluorescence microscope (Fluovert
FU, Leitz). Intact, apoptotic and necrotic cells were characterized
on the basisof their morphological features: Normal nuclei exhibit
a loose green colored chromatin, nuclei of primary necrotic cells
exhibit a loose red colored chromatin, nuclei of apoptotic cells
exhibited fragmentation associated with condensed yellow/ green-
colored chromatin, while post-apoptotic necrotic cells exhibited
the same morphological features, but were red-colored. 200 cells/
well were counted, each experiment being performed at least in
triplicate. Alternatively, flow cytometry experimentsafter annexin-
V-FITC labeling were performed to evaluate phosphatidylserine
externalization, an early event of apoptosis. Briefly, fibroblasts
were gently trypsinized for 30 s and immediately added to 10%
FCS-containing DMEM, collected and pooled with non-attached
cells. The cellswere harvested, washed, and stained with Annexin
V-fluorescein isothiocyanate and propidium iodide for 10 min at
4uC in the dark (ApoptosisDetection Kit; R&D Systems) (Annexin
V-FLUOS Kit; Roche, Mannheim,Germany) according to the
manufacturer’s instructions. After being stained, cells were
immediately analyzed on a FACScan (BD Biosciences) cytofluo-
rometer. At least 20 000 cells were analyzed per sample. All
experiments were repeated at least three times. Data analysis was
performed with Cell Quest software (Becton Dickinson).
Fluorometric assay for caspase (DEVDase) activity
DEVDase (caspase) activity was determined using the fluoro-
genic substrate Ac-DEVD-AMC (N-acetyl-Asp-Glu-Val-Asp-7-
amino-4-methylcoumarin). Cellswere lyzed in ice-cold lysis buffer
(10 mM HEPES (pH 7.4), 42 mM KCl, 5 mM MgCl2, 0.5%
CHAPS, 1 mM dithiothreitol, 1 mM phenylmethylsulfonyl fluo-
ride, and 2 mg/ ml leupeptin). The assay mixture containing
100 mL of the cell lysate and 100 mL Ac-DEVD-AMC substrate
(final concentration 20 mmol/ L) was incubated for 30 min at
25uC, and the released fluorescent product AMC was determined
by fluorometry (excitation and emission wavelengths, 355 and
440 nm, respectively).
Immunocytochemistry
Cells grown on uncoated glass coverslips were fixed in 3%
paraformaldehyde for 15 min and permeabilized with 0.1%
Triton X-100, then incubated with the indicated antibodies and
finally examined by fluorescence microscopy, as previously
reported [26].
Liver histology
Paraffin-embedded liver specimens from control and TNFa-
treated wt and fro/ fro mice were processed and stained with
hematoxylin/ eosin using standard laboratory methods, which
allowed to score the extent of hepatocellular necrosis.
Statist ical Analysis
Data are given as mean 6 SEM. Estimates of statistical
significance were performed by Anova (Tukey test - SigmaStat
software), values of P, 0.05 being considered significant.
Results
Apoptotic or mitogenic effects of TNFa and oxLDLs on
murine fibroblasts
TNFa and oxLDLs are known to trigger the activation of the
SM/ Cer pathway and to induce both mitogenic and apoptotic
responses in a dose-dependent manner and through different
mechanisms [1,3,8,29].
Preliminary experiments have shown that low concentrations of
TNFa aremitogenic for fibroblasts [8] while higher concentrations
are cytotoxic (Figure 1). The toxic effect of TNFa is generally
evaluated in the presence of cycloheximide. In our system,
cycloheximide, under the conditions usually utilized in the
literature, sensitized murine fibroblasts to the toxic effect of
TNFa, but wasalso toxic per se(data not shown). This led usto use
TNFa alone (in the absence of cycloheximide), in order to avoid
confusing data in the study of the toxicity (the mechanisms of
action of TNFa and cycloheximide being different, at least in
part). It may be noted that, in our experimental system (mouse
fibroblasts) human and mouse recombinant TNFa display similar
effects (data not shown), but in order to reduce the complexity of
pro-apoptotic signaling by TNFa [21,22,23], we used human
recombinant TNFa (hrTNFa), which isknown to activate nSMase
through only TNF-R1, since murine TNF-R2 is insensitive to
hrTNFa [30]. Moreover, it may be noted that the expression of
TNF receptor 1 (TNFR1) was similar in wt and fro/ fro fibroblasts
(data not shown).
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Asshown in Figure 1, low concentrations of TNFa and oxLDLs
triggered a mitogenic response, evaluated by [3H]thymidine
incorporation, which was maximal at 20–30 ng/ ml of TNFa
and 50 mg apoB/ ml of oxLDLs. In contrast, under the used
conditions, the toxic effect required higher concentrations of the
agonists, 50 ng/ ml of TNFa and 100–200 mg apoB/ ml of
oxLDLs. Apoptosis was evaluated by fluorescence microscopy
after cell staining by SYTO13/ PI (Figure 1B,C,E). Primary
apoptosiswascharacterized by condensed, pyknotic or fragmented
nucleus stained green/ yellow by SYTO13 whereas post-apoptotic
necrosis exhibited the same nuclear morphology but was stained
red by PI (permeabilization of the plasma membrane of apoptotic
cells). Few cellsexhibited the feature of primary necrosis, i.e. loose
chromatin stained red. Flow cytometry experiments performed on
fibroblasts incubated in the presence or absence of 200 mg apoB/
ml oxLDLs, or 50 ng/ ml TNFa, or 100 nmol/ l staurosporine,
were correlated with fluorescence microscopy counting, and
indicated a comparable number of Annexin-V-positive cells for
both wt and fro/ frocells(Figure S1). Thusthe agentswere similarly
toxic for wt and fro/ fro cells, whatever the technique (microscopy
counting of dead cells or flow cytometry).
SM/Cer pathway activation by TNFa and oxLDLs in
murine fibroblasts requires nSMase2
In order to define the specific contributions of nSMase2 to these
stress responses, the activation of the SM/ Cer pathway by TNFa
and oxLDLs was investigated on fibroblasts from nSMase2-
Figure 1. TNFa and oxLDLs induce dose-dependent apoptot ic or mitogenic effects in wt murine fibroblasts. Wild-type (wt) murine
fibroblasts were starved in serum-free medium for 24 h, then were treated for 24 h with the indicated concentration of TNFa (0–50 ng/ml) or of LDL
non oxidized (LDLs) and oxidized (oxLDLs) (0–200 mg/ml). DNA synthesis was quantified by [3H]thymidine incorporation and was expressed as % of
untreated control (A,D). Apoptosis and necrosis were visualized by fluorescence microscopy of cells stained by Syto13/PI (B,C,E). Primary apoptosis
was characterized by condensed picnotic or fragmented nuclear stained green/yellow by Syto13, whereas post-apoptotic necrosis exhibited the
same nuclear morphology but was stained red by PI (permeabilization of the plasma membrane in a late step of apoptosis). Only few cells exhibited
the feature of primary necrosis, i.e. loose chromatin stained red. In, A,B,D,E, Mean 6 SEM of 4 experiments. *: p, 0.05.
doi:10.1371/journal.pone.0009826.g001
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deficient fro/ fro mice [19]. As expected, TNFa and oxLDLs
triggered both SM hydrolysis (Figure 2A,B) and nSMase activation
in wt fibroblasts (Figure 2D). In contrast, in fro/ fro fibroblasts, SM
hydrolysis (Figure 2A,B), basal nSMase activity (Figure 2C), and
nSMase activation triggered by the two agonists (Figure 2D) were
deficient. Likewise, the ratio S1P/ ceramide measured in wt and
fro/ fo fibroblasts was increased two to three times in wt fibroblasts
stimulated either by oxLDLs or TNFa, while no variation was
observed in fro/ fro cells (data not shown). Altogether, these data
strongly suggest that nSMase2, which is mutated and deficient in
fro/ fromice [19], isactivated and required for the activation of the
SM/ Cer pathway elicited by TNFa and oxLDLs in fibroblasts
(basal nSMase activity detected in fro/ fro cells probably resulting
from the expression of other nSMases [2] that are apparently not
activated by TNFa and oxLDLs under the experimental
conditions used here). In these cells, the early phase (30–
120 min) of SM hydrolysis and ceramide formation appears to
be mainly attributable to nSMase2 activation.
TNFa and oxLDLs-induced apoptosis is independent of
nSMase2 activity
We then investigated whether nSMase2 is required for apoptosis
induced by TNFa, oxLDLs, or staurosporine, by comparing the
apoptotic effect of theseagentsin wt and fro/ frofibroblasts(Figure3).
The time-course of oxLDLs- and TNFa-induced cell death (50%
mortality observed after 24h with oxLDLs, and 48 h with TNFa)was
assessed by theMTT assay toevaluatetheoverall toxicity (Figure3A–
D). Dyingcellsexhibited themorphological featuresof apoptoticcells,
revealed by fluorescence microscopy after SYTO13/ PI staining
(Figure 3E). Under the used conditions(apoptotic stresstriggered by
toxic concentrations of TNFa, oxLDLs and staurosporine), fro/ fro
cells underwent apoptosis similar to wt cells (and were even found
more sensitive) (Figure 3E). Consistent with the morphological data,
the apoptotic agents induced DEVDase activation, (time-course was
evaluated by the hydrolysis of the fluorogenic substrate Ac-DEVD-
AMC) (Figure 3G), and caspase-3 cleavage, (evaluated by western
blot) (Figure3F). Theseeffectsoccurred at a similar extent in wt and
Figure 2. TNFa and oxLDLs induce nSMase act ivat ion in wt but not in fro/fro f ibroblasts. A,B - Sphingomyelin hydrolysis was monitored
after metabolic labeling using [3H]choline chloride (0.5 mCi/ml) of cells, as described in the Method section. Then, cells were stimulated with oxLDLs
(200 mg/ml) (A) or TNFa (50 ng/ml) (B), and the level of cellular sphingomyelin was determined at the indicated time. Results are expressed as % of
control (time 0 h of stimulation). C,D -Basal nSMase activity in untreated cells (C) and in cells treated with TNFa (50 ng/ml) or oxLDLs (200 mg/ml) for
the indicated time (D). Mean 6 SEM of 3 to 5 separated experiments. * p, 0.05.
doi:10.1371/journal.pone.0009826.g002
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fro/ fro fibroblasts (Figure 3). All these data, suggest that nSMase2 is
not required for apoptosis induced by TNFa, oxLDLs and
staurosporine in murine fibroblasts.
In fro/ frofibroblastsexpressingaV5-tagged nSMase2 (fro-V5 clone
3 fibroblasts) (Figure 4A), the basal level of nSMase activity was
dramatically increased (around 3 times the level of wt) (Figure 4C).
NSMase activation and sphingomyelin hydrolysis by TNFa and
oxLDLs were also rescued in V5-fro (Fig. 4D,E). Note that mock-
transfected fro/ fro cells did not exhibit any change in basal nor
stimulablenSMaseactivity (Fig. 4C). In spiteof thebroad variation in
nSMaseactivity, theactivation of caspase3 and theapoptoticeffect of
TNFa, oxLDLsand staurosporine were similar in fro/ froand V5-fro
fibroblasts (Figure 4E–H). Taken together, all these data allow
concluding that murine fibroblasts do not require nSMase2 for cell
death induction in response to TNFa, oxLDLs, or staurosporine.
The nSMase2 defect in fro/fro mice does not prevent
TNFa toxicity
Because TNFa may trigger liver injury and lethal toxicity
through a mechanism involving ceramide generation [22], we
Figure 3. TNFa, oxLDLs and staurosporine induce cell apoptosis in wt and fro/fro f ibroblasts. Fibroblasts were incubated with TNFa
(50 ng/ml, 48 h), oxLDLs (200 mg/ml, 24 h) or staurosporine (100 nM, 6 h). Cell viability was evaluated by the MTT assay (A–C) and by counting
apoptotic cells after syto13/PI labeling (D,E), as in Fig. 1. Caspase 3 activation was determined by western blot showing pro-caspase (32 kDa) and
cleaved active caspase (17 kDa) (F). Time-course of DEVDase activity were measured using the fluorogenic substrate Ac-DEVD-AMCin cells treated by
oxLDLs, TNFa and staurosporin, respectively (G–I). The results are mean 6 SEM of 3 to 5 separated experiments. * p, 0.05 for apoptotic cell counting
and DEVDase activity measurement (comparison between cells treated with or without agonist).
doi:10.1371/journal.pone.0009826.g003
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Figure 4. Effects of TNFa and oxLDLs on fro/fro f ibroblasts transfected with act ive V5-nSMase2 vector. The fro/fro fibroblastswere stably
transfected using pEF-6 plasmid containing V5-nSMase2 cDNA. After clone selection, the expression of V5-nSMase2 was evaluated by western blot
using an anti-V5 antibody (A), immunocytochemistry (B) and by enzymatic determination of nSMase activity, under basal conditions (C) and after
activation by TNFa (50 ng/ml) or oxLDLs (200 mg/ml) (D). Time course of sphingomyelin hydrolysis induced by TNFa (50 ng/ml) or oxLDLs (200 mg/
ml) were determined in V5-transfected cells under the conditions indicated in the legend to Figure 2 (E). Caspase activity was evaluated by western
blot of caspase-3 (32 KDa) (F), and by fluorometric determination of DEVDase activity (G), under the conditions of Fig. 3. Apoptosis triggered by TNFa
NSMase-2 and Apoptosis
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compared the susceptibility of fro/ fro and wt mice to the toxic
effects of TNFa (40 mg/ kg) after pretreatment with the transcrip-
tion inhibitor D-galactosamine (D-GalN). In this model, D-
galactosamine was used to avoid the expression of anti-apoptotic
genes and thus to sensitize hepatic cells to TNFa, but D-
galactosamine exhibited no lethal effect per se(i.e. in the absence of
TNFa). Both fro/ froand wt mice were similarly sensitive to TNFa-
induced lethality (Figure 5A). The hepatic ceramide content,
expressed as the ratio to liver sphingomyelin, was 1.5 to 2 fold
increased in TNFa-treated wt and fro/ fro mice, thereby indicating
that sphingomyelin hydrolysis mediated by TNFa treatment,
involves another sphingomyelinase, probably an acidic SMase as
reported [24], but not nSMase2. Histological study showed denser
and more eosinophilic cytoplasm and pyknotic nuclei, associated
with diffuse hemorrhagic areas, and the results were similar for
both wt and fro/ fro TNFa-treated mice, (Figure 5B). It must be
noted that lower TNFa doses (10 mg/ kg) were not toxic for both
wt and fro/ fro mice over 48 h (data not shown).
The activation of nSMase2 is required for TNFa and
oxLDLs-induced cell proliferation
Since theabove data suggest that nSMase2 isnot involved in the
apoptotic effect of oxLDLs and TNFa, and since nSMase activity
(50 ng/ml, 48 h incubation) or oxLDLs (200 mg/ml, 24 h incubation) was evaluated by fluorescence microscopy counting of cells labeled by syto13/PI,
under conditions of Fig. 1 and 3 (H). In Fig. 4C–E, and G,H, the data are expressed as mean 6 SEM of 3 to 5 separated experiments * p, 0.05; ns, not
significant.
doi:10.1371/journal.pone.0009826.g004
Figure 5. Time course of TNFa-induced toxicity in wt and fro/fro mice. Mice (10 wt or 10 fro/fro, 5 females and 5 males) were intraperitoneally
injected with D-galactosamine (20 mg) and then injected intravenously with PBSor TNFa (40 mg/kg of body weight). A -Time course of survival of wt
(red symbols) and fro/fro (green) mice treated or not by D-galactosamine and TNFa. B - Histological analysis of hematoxylin-eosin stained liver
sections from wt or fro/fro mice injected with D-galactosamine/PBS (sacrificed 48 hours after the injection) or D-galactosamine/TNFa (immediately
taken off after mice death). Representative microscopy pictures of liver sections from wt and fro/fro mice (magnification, 6 400).
doi:10.1371/journal.pone.0009826.g005
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may play a role in the mitogenic effect of oxLDLs [26] and TNFa
[8], we investigated whether the genetic defect of nSMase2 (fro/ fro)
and the nSMase2 rescue (V5-fro) modulate the mitogenic effect
mediated by these agonists. As shown in Figure 6, low non-toxic
concentrations of oxLDLs and TNFa triggered nSMase activa-
tion, (and sphingomyelin hydrolysis, data not shown), mitogenic
signaling, DNA synthesis, and cell proliferation in wt fibroblasts. In
contrast, the mitogenic effect of oxLDLsand TNFa wasabolished
Figure 6. Proliferat ion mediated by TNFa or oxLDLs requires the act ivat ion of the nSMase2. A,B - TNFa (5 ng/ml) and oxLDLs (50 mg/ml)
induced nSMase activation (A) and ERK1/2 phosphorylation (B) in wt and in V5-fro) but not in fro/fro fibroblasts. It may be noted that FCS (10%)
induce ERK1/2 phosphorylation in the 3 cell types, independently of nSMase2 deficiency (B). C,D - Proliferation was evaluated by DNA synthesis
([3H]thymidine incorporation after 24 h incubation with the agonists) and cell count (performed after 48 h incubation with the agonists), in wt, fro/fro
and V5-fro fibroblasts, after treatment by TNFa, oxLDLs and FCS, as in Fig. 6A,B. In A,C,D, mean 6 SEM of 3 to 5 separated experiments. * p, 0.05
(comparison between cells treated with or without TNFa, as indicated).
doi:10.1371/journal.pone.0009826.g006
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in fro/ fro fibroblasts, as assessed by the lack of ERK1/ 2 activation
and DNA synthesis (Figure 6B,C). In contrast, in V5-frofibroblasts
expressing V5-nSMase2, the activation of nSMase was rescued
(Figure 6A), as well as the activation of ERK1/ 2, increased DNA
synthesis, and cell proliferation (Figure 6B–D).
These data show that nSMase activation by oxLDLsand TNFa
is dependent on the activity of nSMase2 (Figure 6A) and is linked
to the mitogenic signaling triggered by the two agonists
(Figure 6C,D). This strongly suggests that nSMase2 is required
for the mitogenic response to the stress agonists oxLDLs and
TNFa.
Interestingly, the FCS-induced mitogenic effect was similar in
wt and fro/ fro fibroblasts, thereby suggesting that nSMase2 activity
isnot required for the mitogenic effect of growth factorscontained
in the FCS (Figure 6B,C).
Discussion
TNFa and oxLDLstrigger the activation of nSMase2 in murine
wt fibroblasts, but the apoptotic effect of these agonists is
apparently independent of nSMase2 and SM hydrolysis, since
the genetic defect of nSMase2 (in cells from fro/ fro mice) does not
alter the apoptotic response. Moreover, the hepatic toxicity
triggered in vivo by TNFa is similar in wt and fro/ fro mice, thus
suggesting that nSMase2 is not required for the TNFa-induced
hepatic apoptosis. In contrast, our data show that nSMase2 is
absolutely required for the mitogenic effect induced by low
concentration of TNFa and oxLDLs.
A variety of data have been reported on signaling and biological
responsesassociated with the stimulation of nSMases, but only few
studieshave addressed the specific nSMase that isimplicated [5,6].
In the last decade, three mammalian nSMases have been cloned
[11,14,31], but their specific rolesare only partly known. Precisely,
the apoptotic role of nSMase2 needs to be re-evaluated [5],
because of the unexpected phenotype of nSMase2-deficient mice,
that exhibit neonatal growth retardation and bone disease, but no
obvious defect of apoptosis [19,20]. Thus, our study was designed
to evaluate whether nSMase2 plays a role in apoptosis induced by
TNFa and by oxLDLs.
For thisstudy, we chose TNFa and oxLDLs, two agents known
to activate nSMase, via different signaling mechanisms. TNFa isa
prototypical trigger of cellular nSMase activation (and ceramide
generation) associated with pleiotropic responses, including
apoptosis, cell proliferation and inflammation [5]. As indicated
above, TNFa was used without any protein synthesis inhibitor, in
order to exclude interference due to the cytotoxicity of
cycloheximide (or other protein inhibitor). The apoptotic effect
of TNFa was apparently independent of nSMase2 and SM
hydrolysis in murine fibroblasts, since similar apoptosis was
observed in nSMase2-deficient cells, and since rescuing the
activity of the nSMase2 did not alter the apoptosis induced by
TNFa and oxLDLs. Apoptosis by TNFa is mediated by FADD
and caspase 8 which in turn activates caspase-3 and/ or Bid and
the mitochondrial apoptotic pathway [32]. An alternative
signaling pathway involving the generation of ceramide, either
through the de novo synthetic pathway, or by sphingomyelin
hydrolysis by SMases, hasbeen hotly debated [10,33]. The role of
the acid SMase in ceramide generation and apoptosis triggered by
TNFa is largely documented [34,35], but nSMaseshave also been
implicated in the regulation of apoptosis by TNFa [36]. Our data
allow to conclude that nSMase2 isnot required for TNFa-induced
apoptosis and that its activation by TNFa is not necessary for
triggering apoptosis in fibroblasts. However, it cannot be excluded
that nSMase2 may play a pro-apoptotic role in other cell types, as
suggested by itsmutation in a murine osteosarcoma cell line and in
human leukemias [37]. This discrepancy may result from factors
regulating the level of ceramide, for instance, subcellular location,
transport and metabolic conversion, from the balance of
ceramide/ sphingosine-1-phosphate, and from cell type-dependent
expression of pro-/ anti-apoptotic effectors (e.g. Bcl2 family
members) [2,4].
Apoptosis triggered by oxLDLs was also found to be
independent of nSMase2 in fro/ fro fibroblasts. This is consistent
with the lack of involvement of early ceramide formation and the
central role of calcium [38] in oxLDLs-induced apoptosis
[39,40,41].
In contrast, nSMase2 was required for the mitogenic response
triggered either by TNFa or oxLDLs in murine fibroblasts.
Previous reports had shown that the mitogenic response mediated
by both stress-inducing agents, depends on furin and metallopro-
teinases MT1-MMP and MMP-2 which activate nSMase2,
sphingomyelin hydrolysis, as well as the generation of sphingo-
sine-1-phosphate by sphingosine kinase [8,26]. The lack of TNFa-
or oxLDLs-induced mitogenic effect in fro/ fro fibroblasts strongly
suggests that nSMase2 activation and ceramide production are
crucial for this stress-induced response. Note that the acid SMase,
which is not deficient in fro/ fro fibroblasts (data not shown), is
unable to compensate for the defect in nSMase2-deficient cells.
This is in agreement with the idea that the topology of ceramide
generated by sphingomyelinases may play a crucial functional role.
Ceramide generated by the acid SMase in the outer leaflet of the
plasma membrane forms ceramide-enriched membrane platforms
that promote death-domain receptor clustering, thereby amplify-
ing apoptotic signalling [42]. In contrast, nSMase2 is located on
the inner leaflet, where it generates ceramide, hydrolyzed by
ceramidases into sphingosine, which may be phosphorylated in
turn by sphingosine kinase-1 [2,4]. This is consistent with the
hypothesis that the sphingolipid pathway located in the inner
leaflet may generate sphingosine-1-phosphate potentially involved
in cell activation, leading to cell proliferation or inflammatory
response [4].
Finally, in vivo experiments showed that nSMase2 plays
apparently no major role in hepatic apoptosis triggered by TNFa
(associated to galactosamine), since wt and fro/ fro mice exhibited
similar hepatotoxicity and death rate. This is in agreement with in
vitro studies, and with previous reports indicating a major role for
acid SMase and the FADD-caspase pathway in TNFa-induced
hepatocellular apoptosis [22,43,44].
Support ing Informat ion
Figur e S1 Flow cytometry. A Determination of cell death by
flow cytometry of annexin V-FITC/ PI staining of wild-type (wt)
and fro/ fro murine fibroblasts were seeded in 6-well plates for
48 hours and then exposed to TNFa (50 ng/ ml) or oxLDLs
(200 mg/ ml) for 24 hours or staurosporine (100 nM) for 6 hours.
Then, cells were harvested and stained as indicated in Material
and Methods section, and immediately used for cytometry
determination. Representative dot-plot graphs of 3 independent
experiments. The percentages of dying cells is calculated from all
annexin-V-positive cells, because microscopy examination shows
that annexin-V/ PI double positive cells exhibited the morphology
of post-apoptotic necrosis. B Percentage of annexin V-positive wt
and fro/ fro murine fibroblasts treated by oxLDLs, TNFa or
staurosporine. Data are expressed as mean 6 SEM from 3
separate experiments.
Found at: doi:10.1371/ journal.pone.0009826.s001 (1.21 MB
TIF)
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1.3. DISCUSSION 
 
Le  TNF‐α  et  les  LDL  oxydées  induisent  une  activation  de  la  nSMase2  dans  les 
fibroblastes  murins  sauvages  mais  celle‐ci  ne  semble  pas  participer  à  l’apoptose  car  les 
fibroblastes murins issus de souris fro/fro, ne sont pas plus résistants que les fibroblastes 
issus de souris sauvages. De même, l’atteinte hépatique provoquée par l’injection de TNF‐α 
aux souris sauvages et  fro/fro n’a pas mis en évidence de différence d’apoptose au niveau 
des hépatocytes. A contrario,  l’activité nSMase2 est nécessaire à l’effet mitogène observé à 
faible concentration pour les deux agents. 
 
L’activation de  la nSMase2 par  le TNF‐α et  les LDL oxydées passe par des voies de 
signalisations distinctes.  
‐  Le  TNF‐α  déclenche  l’apoptose  suite  à  l’activation  de  récepteur  au  TNF  et  la 
création  d’un  complexe  de  mort  incluant  FADD,  TRADD,  recrutant  via  la  caspase  8,  la 
caspase  effectrice  3  (Elmore,  2007).  L’existence  d’une  voie  parallèle  est  débattue  et 
impliquerait  la production de céramide soit de novo soit par clivage de  la sphingomyéline 
(Mansat  et  al.,  1997).  La  nature  de  la  sphingomyélinase  impliquée  dans  cette  voie  est 
également discutée, et pourrait faire intervenir soit l’aSMase soit la nSMase2 (Clarke et al., 
2007). 
Nos résultats indiquent que l’apoptose induite par le TNF‐α semble indépendante de 
la nSMase2 dans les cellules mésenchymateuses. Ceci pourrait résulter d'une orientation de 
la  balance  du  céramide  vers  la  génération  de  sphingosine‐1‐phosphate,  ainsi  que  de  la 
localisation  de  production  du  céramide  (Hannun  and  Obeid,  2002).  Par  ailleurs,  ces 
résultats n'excluent pas une implication de la nSMase2 dans l’apoptose induite par d'autres  
stimuli, dans d’autres types cellulaires (Filosto et al., 2011). Par exemple, l’apoptose induite 
par  la TNF‐α dans  les cellules  issues d’ostéosarcome,  impliquerait  la nSMase2 (Kim et al., 
2008).  Il  a  été  reporté  que  l’apoptose  des  hépatocytes  induite  par  le  TNF‐α,  serait 
dépendante  de  aSMase  et  de  la  voie  extrinsèque  de  l'apoptose,  notamment  de  FADD 
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(Garcia‐Ruiz et al., 2003). In vivo, nous ne retrouvons pas de différence de toxicité hépatique 
du TNF‐α entre les souris sauvages et fro/fro. 
Par ailleurs, la topologie de la production du céramide est cruciale pour sa fonction 
apoptotique.  Ainsi,  le  céramide  produit  au  niveau  de  la  paroi  extérieure  par  la  aSMase 
participerait  à  la  formation  de  rafts  pro‐apoptotiques  alors  que  le  céramide  produit  au 
niveau de la paroi interne par la nSMAse2 serait nécessaire à la prolifération cellulaire et à 
l’inflammation  (Spiegel  and  Milstien,  2003).  De  plus  les  souris  fro/fro  présentent  une 
activité aSMase normale, qui ne compense pas le défaut de la nSMase2. 
 
Nous  avons  pu  également  démontrer  que  la  nSMase2  n’était  pas  indispensable  à 
l’apoptose  induite par  les LDLox,  en agrément  avec d'autres  résultats obtenus au  sein du 
laboratoire  dans  des  cellules  vasculaires  dans  lesquelles  les  LDLox  provoquent  une 
apoptose  calcium‐dépendante  impliquant  la  voie  mitochondriale  sans  participation  du 
céramide  (Vindis et  al.,  2005). Par ailleurs,  les  concentrations mitogènes de LDLox    et de 
TNF‐α  activent une voie de signalisation impliquant la furine et les métalloprotéases MT1‐
MMP et MMP2 qui sont nécessaires à la nSMase2 (Auge et al., 2004; Tellier et al., 2007). Nos 
résultats confirment la nécessité de la présence d’une nSMase2 fonctionnelle au cours de la 
prolifération des fibroblastes murins, induite par les LDL oxydées. 
 
Nos résultats indiquent que le défaut d’activité enzymatique de la nSMAse2 observé 
dans les souris fro/fro inhibe la prolifération cellulaire des fibroblastes murins sous l’action 
d’agents  de  stress  tels  que  le  TNF‐α  et  les  LDL  oxydées,  mais  n’est  pas  impliqué  dans 
l’apoptose des cellules mésenchymateuses. 
 
Les  perspectives  à  ce  travail  concernent  l'étude  des  mécanismes  impliquant  la 
nSMase2 dans la prolifération des cellules mésenchymateuses, en particulier les liens avec 
la  sphingosine  kinase,  qui  génère  la  S1P  mitogène,  mais  ne  dépend  pas  a  priori  de  la 
nSMase2.  La compréhension de ces liens devrait permettre de comprendre les mécanismes 
de régulation de la balance "céramide/S1P", donc l'orientation de la cellules vers la survie 
et la prolifération, ou vers l'apoptose, en fonction des agents et des types cellulaires. 
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2° PARTIE  
 
2. ETUDE DE L’OSTÉOGENÈSE DANS LE MODÈLE « FRAGILITAS OSSIUM » 
 
2.1. INTRODUCTION 
 
Les  études  conduites  par  Guenet  et  Sillence  décrivent  chez  la  souris  fro/fro  une 
hypominéralisation osseuse mimant la forme humaine de l’ostéogenèse imparfaite (Guenet 
et al., 1981; Sillence et al., 1993). Ce phénotype suggère que la nSMase2 pourrait jouer un 
rôle dans la minéralisation des ostéoblastes. 
 
Cette  hypothèse  repose  en  partie,  sur  le  fait  que  les  MMPs  et  en  particulier  les 
gélatinases (MMP2) qui sont impliquées dans l’ostéogenèse (Inoue et al., 2006), participent 
à  l’activation de  la  nSMase2 dans divers  types  cellulaires,  avec  des  conséquences  dans  la 
migration et la prolifération cellulaire (Auge et al., 2004; Tellier et al., 2007). Par ailleurs, il 
existe des liens entre le céramide et les annexines 2 et 5 qui participent à la formation des 
vésicules de minéralisation. En effet, le céramide favoriserait la fixation du calcium par les 
annexines (Babiychuk et al., 2008; Chen et al., 2008). 
 
L'hypothèse de travail a été que la nSMase2 jouerait un rôle dans la minéralisation 
de  la matrice  extracellulaire  par  les  ostéoblastes  et  plus  particulièrement  au  cours  de  la 
génération des vésicules de minéralisation, via MMP2. 
 
Nous avons dans un premier temps réalisé des études morphologiques et génétiques 
sur les souris mutantes fro/fro, afin de comprendre le mécanisme conduisant au phénotype 
particulier de ces souris. Nous avons ensuite utilisé des inhibiteurs chimiques des MMPs et 
de  la  nSMase2,  afin  d'étudier  le  rôle  de  MMP2  et  de  la  nSMase2  in  vitro,  sur  des  pré 
ostéoblastes  ainsi  que  des  progéniteurs  ostéoblastiques  murins,  et  reproduire  les 
conséquences liées à l'inactivation de la nSMase2. 
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2.2. RÉSULTATS  
 
2.2.1. LES SOURIS FRO/FRO PRÉSENTENT UN PHÉNOTYPE D’OSTÉOGÉNÈSE IMPARFAITE NON 
LIÉ À UN DÉFAUT DU COLLAGÈNE DE TYPE 1. 
 
Les  souris  fro/fro  sont  plus  petites  et  présentent  une morphologie  caractéristique 
dès la naissance avec une rotation mésiale des pattes antérieures et postérieures qui sont 
déformées. Ces différences sont retrouvées dès la naissance  et sont présentes jusqu’à 2‐3 
mois  de  vie  avec  une  masse  qui  reste  inférieure  de  près  d’un  tiers  à  celle  des  souris 
sauvages.  A  1  an  de  vie,  la  différence  de masse  est  beaucoup moins marquée,  suggérant 
l'existence de phénomènes de compensation (Fig. 13 A­C). 
Le génotypage des animaux est réalisé par PCR en utilisant des "primers" englobant 
la mutation entre  l’intron 8 et  l’exon 9 (Aubin et al., 2005). Les échantillons ADN issus de 
fragments de queues sont obtenus dès la première semaine de vie et analysés (Fig. 13 D). 
Nous avons  réalisé une analyse en microarray à partir d’ARN extraits de  la moelle 
osseuse provenant des os longs de 3 souris  sauvages et fro/fro âgées de moins de 10 jours.  
Après validation qualitative et quantitative des ARNs, les marquages et les hybridations ont 
été réalisés par la Plate‐forme Biopuce de Genotoul sur des puces produites par le service 
de génomique fonctionnelle du CEA d'Evry. Les analyses bioinformatiques ont été réalisées 
avec  les  logiciels  Bioplot  et  Ingenuity  au  sein  de  notre  laboratoire.  Nous  avons  retenu 
comme valeurs dépassant  la norme  , un  ratio d’expression  souris  fro/fro  par  rapport aux 
souris  sauvages  inférieur  à  0,7  et  supérieur  à  1,4.  Cette  zone  apparaît  grisée  sur  le 
graphique.  Conformément  aux  résultats  obtenus  par  Aubin  et  al.,  on  ne  retrouve  pas  de 
différence  d’expression  des  sphingomyélinases  neutres  (Aubin  et  al.,  2005).  L’expression 
des MMPs ‐2 et ‐9 est également comparable. 
Les  études  des  groupes  de  Guenet,  Muriel  et  Sillence  n’avaient  pas  rapporté  de 
différence de structure ou d’expression du collagène de type 1 (Guenet et al., 1981; Muriel 
et al., 1991; Sillence et al., 1993). Nous ne retrouvons pas de différence significative pour les 
collagènes de type 1 et 2 mais une augmentation significative de l’expression du collagène 
10a1 qui est produit spécifiquement par les chondrocytes hypertrophiques (Fig .13 E). 
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FIGURE 13 : PHENOTYPE, GENOTYPAGE ET EXPRESSION GENIQUE. 
(A)Comparaison des  souris  fro/fro  et  sauvages à 3  jours,  les  souris  sont  issues de  la même 
portée. (B)Comparaison de l’évolution de la masse des souris de 3 à 60 jours. (C)Comparaison 
des  souris  fro/fro  et  sauvages  à  45  jours,  les  souris  sont  issues  de  la  même  portée. 
(D)Phénotypage des souris à partir d’ADN génomique issu de queue de souris par PCR basée 
sur  la  présence  ou  l’absence  de  la  délétion  au  niveau  de  l’intron  8  et  de  l’exon  9  du 
chromosome 8 chez la souris fro/fro. (E)Etude par biopuces ADN des différences d’expression 
génique de différents marqueurs ostéogéniques exprimées en ratio souris fro/fro par rapport 
aux souris sauvages. 
 
  
   
 
Résultats expérimentaux : 2ème partie
 
96
2.2.2. LA NSMASE2 N’EST PAS IMPLIQUÉE DANS L’EXPRESSION PRÉCOCE DES FACTEURS DE 
TRANSCRIPTIONS SPÉCIFIQUES DE L’OSTÉOGÉNÈSE.  
 
Nous avons étudié le rôle de la nSMase2 dans l'induction de facteurs de transcription 
ostéogénique tels que Osterix et Runx2 qui sont activés au début de  l'ostéogenèse et sont 
essentiels pour  la différenciation des ostéoblastes (Komori, 2010; Nakashima et al., 2002) 
comme pour l'expression et l'activation de la PAL (Ducy et al., 1997) 
 
FIGURE 14 : ETUDE DE L’EXPRESSION DES GENES IMPLIQUES DANS L’OSTEOGENESE. 
Etude de l’expression des gènes impliqués dans l’ostéogénèse dans les MC3T3­E1 après 2, 4 et 6 
jours  de  stimulation  par  les  agents  de  différenciation  (acide  ascorbique  (50μg/ml);  β­
glycérophosphate  (2mM);  dexaméthasone  (1ng/ml)  et  des  effets  inhibiteurs  de  Ro28­2653 
(100nM), ) et du GW4869 (5μM). 
 
La  cinétique  d’expression  des  ARNm  de  Runx2,  Osterix  et  de  l’ostéonectine    a  été 
réalisée en présence présence de GW4869 qui inhibe la nSMase2, et en présence de Ro28‐
2653 qui inhibe les MMPs, et indirectement la nSMase2, dont l’activation dépend de MMP2 
(Augé et al, 2004). Comme le montre la Fig. 14,  les agents de différenciation ostéogénique 
induisent  une  augmentation  rapide  de  l'expression  de  Runx2,  visible  dès  2  jours  de 
traitement et persistant après 6 jours. Aucune inhibition de cette expression n'est observée 
dans les cellules en présence de Ro28‐2653 ou de GW4869. De même, une augmentation de 
l'expression  de  Osterix  est  observée  dès  2  jours,  et  n'est  pas  inhibée  par  le  blocage  de 
l’activation de la nSMase2. 
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Ces  données  sont  corrélées  avec  l’analyse  en  micro‐array  qui  n'a  révélé  aucune 
variation  notable  dans  les  profils  d'expression  ostéogénique  des  souris  fro/fro.    Aucune 
diminution  de  l'expression  d’ostéonectine  n'est  observée  avec  les  inhibiteurs, 
contrairement aux données décrites par Muriel (Muriel et al., 1991).  
 
2.2.3. EFFET DES AGENTS DE DIFFÉRENCIATION SUR L'ACTIVATION DE NSMASE2  
 
Nous avons vérifié si  l'induction de différenciation ostéogénique par des agents de 
différenciation  (l'acide  ascorbique,  le  bêta‐glycérophosphate  et  la  dexaméthasone),  est 
associée à une activation de l'activité sphingomyélinase neutre, qui est la première étape de 
la voie des sphingolipides. 
FIGURE 15 : ACTIVITE NSMASE ET PHOSPHATASE ALCALINE DANS LES MC3T3­E1. 
 (A) Mesure de l’activité de  nSMase2 dans les MC3T3­E1, de la phosphatase alcaline à 12 jours 
(B)  induites  par  les  agents  de  différenciation  (acide  ascorbique  (50μg/ml);  β­
glycérophosphate  (2mM);  dexaméthasone  (1ng/ml)  et  de  l’effet  inhibiteur  du  Ro28­2653 
(100nM) et du GW4869 (5μM). 
 
Comme le montre la Fig.15 A, l'activation de la nSMase2 est rapidement induite par 
les agents de différenciation, avec une augmentation maximale après 90 min de stimulation. 
Nous avons ensuite vérifié si l’activité nSMase2 était bloquée par l’utilisation de Ro28‐2653 
inhibiteur des MMPs et du GW4869 inhibiteur spécifique de la nSMase2. 
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Ces  deux molécules  inhibent  nettement  l’activation  de  la  nSMase2  induite  par  les 
agents de différenciation ostéoblatique.  
Ces  résultats  indiquent que  la SMase2 est  activable précocement par  les agents de 
différenciation de l'ostéogenèse, et cette activation est inhibée par les inhibiteurs de MMPs, 
comme  déjà  rapporté  avec  les  agents  de  stress  (Tellier  et  al,  2007).  Nous  avons  ensuite 
étudié  l'implication  de  la  nSMase2  et  la  voie  des  sphingolipides  dans  le  processus  de 
minéralisation. 
 
2.2.4. L’INHIBITION DES MMPS MAIS PAS DE LA NSMASE2 BLOQUE L’ACTIVITÉ PHOSPHATASE 
ALCALINE. 
 
L’activité de la phosphatase alcaline (PAL) reflète la capacité des cellules à produire 
du  phosphate  inorganique  nécessaire  à  la  minéralisation  (Orimo,  2010).  Les  facteurs  de 
différenciation  induisent  une  augmentation  de  l’activité  PAL  dès  12  jours  d'incubation. 
Cette  augmentation  est  bloquée  par  l'inhibiteur  de  MMPs,  Ro28‐2653.  A  l'inverse,  le 
traitement  au    GW4869 n'a  pas  d'effet,  suggérant  que  la  nSMase2  n'intervient  pas  dans 
l'activation de PAL (Fig. 15 B).   
Au vu de ces résultats, il semble que la diminution d’activité PAL ne semble pas liée à 
un  défaut  de  différenciation  des  pré‐ostéoblastes.  Cette modification  de  l’activité  PAL  est 
surtout  retrouvée en présence du Ro28‐2653,  inhibiteur des MMPs  ‐2  et  ‐9  et MT1‐MMP 
(Lein et al., 2002). Nous nous sommes donc intéressés aux interactions entre les MMPs  et 
les annexines. 
 
2.2.5. LA FORMATION DES VÉSICULES DE MINÉRALISATION DANS LES MC3T3‐E1 DÉPEND DES 
MMPS. 
 
Les  annexines  2  et  5  participent  activement  à  la  formation  des  vésicules  de 
minéralisation,  impliqués  dans  la  calcification  des  cartilages,  des  os  et  la  dentine  (Golub, 
2009). Les annexines permettraient, entre autre, la fixation du calcium. En effet, les travaux 
de Gillette et al ont mis en évidence l’implication de l’annexine‐2 dans l’activation de la PAL 
(Gillette and Nielsen‐Preiss, 2004).  
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Les  annexines  pourraient  en  effet,  se  lier  de  façon  réversible  aux  phospholipides 
membranaires. Cette liaison peut être dépendante ou non du calcium. Elles jouent différents 
rôles  notamment  dans  l’exocytose,  l’endocytose,  l’homéostasie  calcique  (des  études  ont 
montrés  que  les  annexines  pouvaient  former  des  canaux  ioniques  ou  agir  comme  des 
régulateurs de canaux ioniques) (Gerke and Moss, 2002). La surexpression de l'annexine 2 
induit une augmentation de l’activité de la phosphatase alcaline et de la minéralisation de la 
matrice extracellulaire (Gillette and Nielsen‐Preiss, 2004). D’autres travaux ont également 
démontré  la  présence  d'annexine‐2  et  de  MMP‐2  dans  les  microvésicules  contenant  les 
ébauches d’hydroxyapatite (Xiao et al., 2007). La minéralisation des ostéoblastes peut être 
visualisée par le marquage de l'annexine 2 ou 5 en immunocytochimie dans les MC3T3‐E1, 
après 12 jours de stimulation par les agents de différenciation. Les résultats de la figure 16 
montrent une répartition différente dans l'expression de l’annexine‐2, en fonction de l’état 
de différenciation des MC3T3‐E1. Les  cellules différenciées présentent des microvésicules 
positives  à  l’annexine‐2  qui  sont  libérées  dans  la  matrice  extracellulaire,  et  dont  la 
formation est inhibée par le traitement avec le Ro28‐2653.  
 
FIGURE 16 : FORMATION DES MICROVESICULES. 
Expression  membranaire  à  12  jours  de  l’annexine­2  chez  les  témoins  (A) ;  formation  des 
microvésicules  positives  à  l’annexine­2  (flèches  rouges)  chez  les  cellules  stimulées  avec  les 
agents de différenciation  (B) ;  inhibition de  la  formation de  ces  vésicules par  le Ro28­2653 
(100nM) (C)• 
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Ces  résultats  suggèrent  une  implication  des  MMPs  dans  la  formation  des 
microvésicules positives à l’annexine‐2 et la minéralisation des ostéoblastes, en accord avec 
les résultats rapportés par Xiao (Xiao et al., 2007). Il est à noter que l'effet du GW4869 n'a 
pas pu être étudié sur la formation des vésicules positives à l'annexine 2 car il présente une 
autofluorescence  qui  le  rend  inutilisable  pour  cette  étude.  Nous  avons  dans  un  second 
temps  étudié  l'effet  de  ces  inhibiteurs  sur  la  fixation  du  calcium  visualisée  par  le  rouge 
d'alizarine. 
 
2.2.6. LA NSMASE2 N'EST PAS IMPLIQUÉE DANS LE MÉCANISME DE MINÉRALISATION DES 
OSTÉOBLASTES.  
 
Nous avons étudié l'implication de  la nSMase2 et des MMPs dans la minéralisation 
des  MC3T3‐E1.  Alors  que  le  Ro28‐2653  inhibe  le  dépôt  de  calcium  marqué  au  rouge 
d’alizarine chez les MC3T3‐E1 (Fig. 17 A), les dépôts de calcium ne sont pas inhibés par le 
GW4869 (Fig. 17 B), ce qui suggère que la nSMase2 n'intervient pas dans ce mécanisme. 
 
Pour  confirmer  ces  résultats,  nous  avons  étudié  l'effet  du  GW4869  sur  l’induction 
ostéogénique dans  les progéniteurs  ostéoblastiques  issus de  la moelle  osseuse    de  souris 
sauvages  et  fro/fro.  Les  agents  de  différenciation  induisent  une  augmentation  nette  de 
l'activité PAL après 12 jours de différenciation dans les deux types de souris . Cette activité 
PAL  n'est pas inhibée par le GW4869 (Fig.17 C). Ce résultat est confirmé par le marquage 
au  rouge  alizarine  des  nodules  de  minéralisations  à  21  jours  qui  ne  montre  pas  de 
différence entre souris fro/fro et sauvage (Fig.17 D). 
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FIGURE 17 : IMPLICATION DIRECTE DE LA NSMASE2 DANS LA MINERALISATION. 
Comparaison de  la coloration au rouge d’alizarine du calcium dans  les MC3T3­E1 traités ou 
non par  les agents de différenciation  (AD)  en présence ou non Ro28­2653  (100nM)  (A), de 
GW4869 (5μM) (B).  
Mesure de l’activité PAL dans les progéniteurs ostéoblastiques issues de la moelle osseuse   de 
souris sauvages et  fro/fro   en présence ou non de GW4869  (5μM)  (C) et comparaison de  la 
coloration au rouge d’alizarine (D). 
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2.2.7. LA ZONE HYPERTROPHIQUE DU CARTILAGE DE CONJUGAISON EST MODIFIÉE CHEZ LA 
SOURIS FRO/FRO. 
 
La  zone  hypertrophique  est  constituée  de  chondrocytes  hypertrophiques 
synthétisant  de  façon  spécifique  le  collagène  10.  L’analyse  par  biopuce  ayant  mis  en 
évidence  une  augmentation  de  l'expression  du  collagène  10A1  qui  est  un  marqueur 
spécifique  des  chondrocytes  hypertrophiques,  nous  avons  étudié  la  zone  hypertrophique 
chez des souris de 3 semaines. La zone hypertrophique est nettement augmentée chez les 
souris  fro/fro  et  le  front  de  minéralisation  est  moins  nettement  défini.  De  façon 
intéressante, la zone de cartilage sériée semble contenir moins de cellules en prolifération 
(Fig. 18). 
 
 
 
FIGURE 18 : ETUDE HISTOLOGIQUE DE LA ZONE HYPERTROPHIQUE. 
Coupes histologiques de la tête fémorale au microscope ×40 , x100 et x200 en coloration HE de 
souris sauvages et fro/fro. 
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2.3. DISCUSSION 
 
Ces  résultats  tendent  à  démontrer  que  la  minéralisation  induite  dans  des 
ostéoblastes est indépendante de la nSMase2. 
Les  travaux  précédant  avaient  montré  un    défaut  de  formation  des  os  longs  et 
d'importantes  déformations  au  niveau  des  diaphyses,  qui  apparaissent  plus  fines,  moins 
radio‐opaques, avec des zones irrégulières d'hyperdensité (Guenet et al., 1981; Muriel et al., 
1991;  Sillence  et  al.,  1993).  Nous  retrouvons  ces  résultats  dans  notre  étude  (Fig  13). 
Sillence rapporte une hypominéralisation du squelette des animaux de 1 jour. Notre étude a 
été réalisée sur des animaux plus âgés  (3 semaines),  chez  lesquels on ne retrouve pas de 
défaut  de  minéralisation  après  coloration  au  rouge  d'alizarine  de  squelettes  d’animaux 
mutants  et  sauvages  âgés  de  3  semaines.  Ces  résultats  n'excluent  pas  un  défaut  de 
minéralisation  in  utero  et  en  période  néonatale,  et  l'existence  de  phénomènes  de 
compensation qui pourraient être précocement activés et permettre aux souris  fro/fro de 
rattraper leur défaut de masse osseuse. 
L’étude par biopuce ne met pas en évidence des différences entre les souris fro/fro et 
sauvages,  pour  ce  qui  concerne  les  gènes  et  les  facteurs  de  transcription  impliqués  dans 
l’ostéogénèse. On ne note aucune différence d’expression du collagène1A1 qui confirme les 
résultats des études de  Guenet et Muriel sur l’absence de mutation de ce collagène (Guenet 
et al., 1981; Sillence et al., 1993). 
De même, dans notre modèle  cellulaire pré‐ostéoblastique,  le GW4869 et  le Ro28‐
2653  n’ont  pas  d’effet  sur  l’expression  des  gènes  propres  à  l’ostéogénèse  (Fig. 15)  Ces 
résultats  indiquent  que  le  déficit  en  nSMase2  n'aurait  pas  de  conséquences  au  niveau 
génique sur l'ostéogénèse, et suggère une implication des sphingolipides soit en aval dans la 
minéralisation des ostéoblastes, soit à un autre niveau de l'ostéochondrogenèse. 
Les travaux des groupes de Guenet et de Sillence, montrent une hypominéralisation 
des  os  longs  chez  les  souriceaux  nouveau‐nés,  nous  avons  donc  dans  un  premier  temps 
cherché à comprendre l'implication de la nSMase2 dans la minéralisation des ostéoblastes.  
Nous  avons  donc  émis  l'hypothèse  que  le  céramide  résultant  de  l'hydrolyse  de  la 
sphingomyéline  par  la  nSMase2  via  les  MMPs,  pourrait  participer  à  la  formation  des 
vésicules de minéralisation, et que ce phénomène serait déficient chez les souris fro/fro. 
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Cette  hypothèse  repose  sur  les  résultats  antérieurs  de  notre  laboratoire  qui  ont 
montré  que  l'activation  de  la  nSMase2  par  les  agents  de  stress  nécessitait  en  amont 
l’activation  de  MMPs  et  en  particulier  de  MT1‐MMP  et  MMP2  (Auge  et  al.,  2004).  le 
phénotype  des  souris  MMP‐2  KO  est  proche  de  celui  des  souris  fro/fro,  avec  des 
malformations  osseuses,  et  un  défaut  de  la  minéralisation  de  la  matrice  extracellulaire 
suggérant l’existence d’une voie commune MMP‐2 / nSMase2 dans l’ostéogenèse (Mosig et 
al., 2007). D'autre‐part, le céramide serait impliqué dans le trafic vésiculaire endosomal ou 
exosomal, et il présente une affinité marquée pour les annexines 1, 2 ou 5 qui jouent un rôle 
important dans l'ostéogenèse (Babiychuk et al., 2008; Chen et al., 2008; Golub, 2009).  
Nos résultats montrent que la nSMase2 est activée par les agents de différenciation 
ostéogénique dans les MC3T3‐E1 et les progéniteurs ostéoblastiques de souris sauvages, et 
que l’on peut bloquer cette activation par inhibition des MMPs (Fig. 14 et 17). Cependant si 
nos résultats montrent une inhibition de la formation des vésicules de minéralisation sous 
l’effet  du  RO28‐2653  (Fig.  16)  associée  à  une  diminution  de  l’activité  PAL  et  de  la 
minéralisation  étudiée  par  marquage  au  rouge  alizarine,  nous  ne  montrons  pas 
d'implication directe de la nSMase2 dans le mécanisme de la minéralisation.  
La phosphatase alcaline, tout comme la minéralisation, ne sont pas déficientes dans 
les  pré‐ostéoblastes  de  moelle  osseuse  de  souris  fro/fro,  et  ne  sont  pas  bloquées  par  le 
GW4869, dans les MC3T3‐E1, alors que le RO28‐2653 est inhibiteur, confirmant ainsi le rôle 
des MMPs dans le mécanisme de minéralisation. Il semble donc que le déficit en nSMase2 
n’inhibe pas cette étape de formation de l’os dans les conditions expérimentales utilisées.  
 
Une autre hypothèse serait que la nSMase2 interviendrait dans la formation de l’os 
enchondral et notamment au niveau du développement des chondrocytes. Cette hypothèse 
est  confortée  par  l'étude  histochimique  des  coupes  des  os  longs  qui  montrent  une 
augmentation du nombre de chondrocytes hypertrophiques, chez la souris fro/fro, corrélée 
avec  une  forte  augmentation  de  l'expression  génique  de  Col10A1  et  de  Col2A1,  chez  ces 
animaux. 
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Au  cours  de  la  première  description  des  souris  fro/fro  par  J.L.  Guenet,  l’étude 
radiographique des os  longs avait mis en évidence une radio clarté qui s’apparente à une 
hypominéralisation.  L’étude  histologique  du  cartilage  de  croissance  n’avait  pas  relevé  de 
différence majeure à  l’exception d’un site d’ossification primaire plus fin chez  les mutants 
que chez  les contrôles (Guenet et al., 1981). Muriel rapporte des résultats similaires mais 
retrouve chez quelques animaux nouveaux nés, des métaphyses cartilagineuses,  résultant 
(peut‐être)  d'un  retard  de  développement  osseux,  ainsi  que  quelques  zones 
hypertrophiques  légèrement  supérieures  à  celles  des  contrôles  (Muriel  et  al.,  1991). 
Sillence  retrouve  une  hypominéralisation  de  l’ensemble  du  squelette  à  l’examen 
radiographique  avec  une  ostéopénie  comparable  mais  une  déformation  moindre  des  os 
longs. Au niveau histologique,  le cartilage de croissance observé chez des souris de 1 jour 
est comparable entre les animaux à l’exception de la zone hypertrophique qui est plus large 
avec  des  cellules  qui  ne  semblent  pas  dégénérer  (Sillence  et  al.,  1993).  Ces  résultats 
correspondent  aux  observations  réalisées  sur  les  souris  fro/fro  avec  la  présence  de 
nombreux  chondrocytes  hypertrophiques.  Une  hypothèse  est  que  l’apoptose  nécessaire  à 
l’arrivée des cellules osseuses serait perturbée du fait de la mutation de la nSMase2.  
 
L’équipe  de  Stoffel  a  développé  une  souris  KO  pour  smpd3  et  fait  état  d’une  zone 
hypertrophique  plus  faible  chez  les  souris  smpd3  ‐/‐.  Le  cartilage  de  croissance  est 
désorganisé avec un cartilage sérié irrégulier contenant peu de cellules et des colonnes de 
cellules  hypertrophiques  réduites.  Leur  hypothèse  est  que  le  défaut  de maturation  et  de 
prolifération  des  chondrocytes  entraine  le  défaut  de  croissance  et  la  déformation  des 
articulations (Stoffel et al., 2005; Stoffel et al., 2007). L’absence totale de la protéine et non 
juste  de  fonctionnalité  pourrait  expliquer  ces  différences.  Les  disparités  observées  sont 
toutefois comparables quant au type cellulaire impliqué et au mécanisme altéré. 
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Au  niveau  humain,  la  dysplasie  campomelique  est  une  pathologie  autosomale 
récessive  liée  à  SOX9  (Foster  et  al.,  1994).  Le  tableau  clinique  regroupe  une  association 
variable  d'anomalies  squelettiques  (incurvation  et  gracilité  des  os  longs  ,  anomalies  du 
bassin avec luxation et du thorax, présence de 11 paires de côtes, ciphoscoliose), une petite 
taille et des anomalies extrasquelettiques (dysmorphie faciale, fente palatine, ambiguïté ou 
réversion sexuelle chez 3/4 des garçons, malformations cérébrales, cardiaques et rénales). 
Cette  pathologie  est  normalement  létale  dans  la  première  année  de  vie  (Mansour  et  al., 
2002). 
La ressemblance entre le phénotype humain et le phénotype retrouvé chez le souris 
fro/fro  suggère  que  les  souris  fro/fro  pourraient  être  une  modèle  animal  de  dysplasie 
campomelique. 
Cette hypothèse est actuellement en cours d'étude, en particulier l'implication de la 
nSMase2  dans  la  différenciation  en  chondrocytes  hypertrophiques  des  cellules  souches  
issues de souris fro/fro. 
 
 
  
   
   
Conclusions et perspectives
 
107
CONCLUSIONS ET PERSPECTIVES 
 
Les résultats présentés dans ce mémoire rapportent des propriétés nouvelles pour la 
nSMase2,  en  particulier  son  implication  dans  le  mécanisme  de  prolifération  des  cellules 
mésenchymateuses,  induite  par  le  TNF‐α  et  les  LDL  oxydées  alors  qu’elle  ne  serait  pas 
impliquée dans les phénomènes d’apoptose déclenchée par des concentrations toxiques de 
ces mêmes agents, dans ces cellules. Par ailleurs,  les études sur  le phénotype de  la souris 
fro/fro, qui présente une mutation du gène smpd3 codant pour la nSMase2, montrent que la 
nSMase2 et la voie des sphingolipides, participent au développement du tissu osseux, via un 
mécanisme encore non élucidé. 
L’activation  de  la  nSMase2  constitue  en  effet  la  première  étape  de  la  voie  des 
sphingolipides,  avec  la  dégradation  de  la  sphingomyéline,  qui  libère  du  céramide 
proapoptotique. Le métabolisme du céramide en sphingosine, puis la phosphorylation de la 
sphingosine en sphingosine 1‐phosphate (S1P) par la sphingosine kinase, oriente la cellule 
vers  la  survie  et  la  prolifération.  Les  facteurs  qui  modulent  l’équilibre  céramide/S1P, 
favorisent l’apoptose ou la survie cellulaire dans des conditions pathologiques de stress. Le 
rôle  de  cette  balance  dans  les  conditions  physiologiques  et  au  cours  du  développement, 
n’est pas encore connu.  
La première partie de nos travaux montre que l’activation de la nSMase2 par le TNF‐ 
α  et  les LDLox est nécessaire  à  l’effet mitogène de  ces deux agents de  stress,  puisque  les 
cellules de souris fro/fro ne prolifèrent pas dans ces conditions contrairement aux cellules 
de  souris  sauvages.  A  l’inverse,  aucune  différence  de  sensibilité  à  l’apoptose  n’a  été 
observée entre les fibroblastes fro/fro et sauvages, ce qui suggère que la nSMase2 n’est pas 
impliquée. Ces résultats sont en accord avec les travaux précédents de l’équipe qui avaient 
montré  que  le  céramide  n’est  pas  impliqué  dans  l’apoptose  induite  par  les  LDL  oxydées 
dans les cellules vasculaires. De plus    le défaut d’activité enzymatique en nSMase2 n’a pas 
d’incidence  sur  la  résistance  des  souris  fro/fro  à  la  toxicité  hépatique  du  TNF‐α.  Ces 
résultats n’excluent pas un rôle apoptotique de la nSMase2 dans d’autres types cellulaires, 
par exemple dans les cellules tumorales, ou au cours du développement. 
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Dans la deuxième partie de ce travail, nous avons étudié l’implication de la nSMase2 
dans le développement osseux. En effet, le phénotype des souris fro/fro est caractérisé par 
une dentinogénèse et une ostéogénèse imparfaite, et en particulier une hypominéralisation 
des os longs en période néonatale. Les travaux réalisés dans le cadre de cette thèse, ont été 
focalisés sur le rôle de la nSMase2 et du céramide dans la minéralisation des ostéoblastes, 
du  fait  du  défaut  de minéralisation  des  souris  fro/fro.  Nous  avons  utilisé  des  inhibiteurs 
chimiques spécifiques de nSMase et des MMPs, afin de mimer le modèle animal in vitro. Nos 
résultats montrent que l’inhibition de nSMase2 par le GW4869, n’a pas de conséquence sur 
l’activité PAL ou la minéralisation des MC3T3‐E1, indiquant donc que la nSMase2 ne serait 
pas impliquée dans cette voie. A l’inverse, le Ro28‐2653 qui inhibe les MMP‐2, et ‐9 et MT1‐
MMP, bloque  la  formation des vésicules de minéralisation des MC3T3‐E1,  en accord avec 
l’implication des MMPs dans  l’ostéogenèse. Le fait que  le Ro28‐2653 (comme le GW4869) 
inhibe l’activation de la nSMase2 par les agents de différenciation de l’ostéogenèse, n’a pas 
de  conséquence  sur  la  minéralisation.  De  plus,  les  expériences  réalisées  sur  les  pré‐
ostéoblastes  issus de moëlle osseuse de  souris  fro/fro,  confirment bien que  cette  voie de 
minéralisation n’est pas modifiée  chez  l’animal,  et donc que  l’implication de  la nSMase 2, 
s’exerce à un autre niveau.  
Les études en biopuces comparant l’expression des divers facteurs de transcription 
et  gènes  impliqués  dans  l’ostéochondrogenèse,  ne  montrent  pas  de  différence  entre 
animaux sauvages et fro/fro, pour les gènes de l’ostéogenèse. Par contre, on note une nette 
augmentation  d’expression  du  COL10A1  qui  est  un  marqueur  du  chondrocyte 
hypertrophique.  Cette  augmentation  est  corrélée  avec  une  augmentation  du  nombre  de 
chondrocytes hypertrophiques chez la souris fro/fro, suggérant une implication de nSMase2 
dans la maturation de la zone hypertrophique. 
 
En  perspective  à  ce  travail,  nous  étudierons  le  rôle  de  la  nSMase2  dans  la 
prolifération  des  chondrocytes  et  la  formation  des  chondrocytes  hypertrophiques.  Ces 
travaux seront réalisés  in vitro sur des modèles cellulaires en culture (cellules ATDC5, qui 
sont des précurseurs de chondrocytes et de chondrocytes hypertrophiques). 
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 L'inhibition de  la nSMase2 dans  les ATDC5 permettra d'évaluer  l'implication de  la 
voie  des  sphingolipides  dans  le  devenir  des  chondrocytes  hypertrophiques  (déficit 
d'apoptose,  hyper  ou  hypoprolifération,  déficit  de  minéralisation).  Nous  étudierons 
également l'effet du knock‐down de nSMase2 sur ces cellules (par siRNA), sur l'expression 
des  gènes  de  différenciation  des  chondrocytes  hypertrophiques,  et/ou  impliqués  dans  la 
minéralisation.  Des  études  similaires  pourront  être  réalisées  dans  des  cellules  souches 
mésenchymateuses (CSM)  isolées à partir du tissu adipeux de souris  fro/fro et sauvage et 
sur des cellules souches issues de moëlle osseuse. 
Afin de comprendre le mécanisme de l'ostéochondrodysplasie chez les souris fro/fro 
nouveau‐né,  l'inhibiteur  de  la  nSMase2,  GW4869  pourra  être  administré  à  des  souris 
sauvages  gestantes,  afin  de  voir  quelles  sont  les  conséquences  in utero  de  l'inhibition  de 
nSMase2 . Par ailleurs, nous étudierons l’effet thérapeutique chez la souris fro/fro gestante, 
de  sphingolipides  synthétiques  ou  de modulateurs  des  sphingolipides,  afin  de  corriger  in 
utero l'anomalie de l’ostéogenèse.  
Sur un plan général,  ce projet permettra de  caractériser  le  rôle des  sphingolipides 
dans le développement des cartilages et des os longs, et au plan médical, de diagnostiquer 
une  nouvelle  forme  d’ «Osteogenesis  Imperfecta ».  Ce  projet  permettra  également 
d'identifier de nouvelles cibles thérapeutiques pour  le traitement de pathologies osseuses 
néonatales 
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I/ Cahier de l’ADF : implication de la voie des sphingolipides dans l’ostéogénèse. Devillard 
R. Galvani S. Mucher E. Salvayre R. Negre‐Salvayre A.  
Les cahiers de l’ADF ‐ N° 26 ‐ 1er trimestre 2010 ; p34‐38. 
 
II/  Atherosclerosis :    Resveratrol  inhibits  the  mTOR  mitogenic  signaling  evoked  by 
oxidized LDL in smooth muscle cells 
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